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RESUME 

 

 Après l’âge d’or de la découverte des antibiotiques, les infections bactériennes 
représentent toujours un challenge considérable pour la santé publique mondiale. Le mode 

de croissance en biofilms est le principal responsable des infections chroniques pour 

lesquelles les thérapies antibiotiques sont en échec clinique, pointant la nécessité d’élaborer 
de nouvelles stratégies thérapeutiques. L’objectif de cette thèse a porté sur le développement 
d’une thérapie combinatoire à base d’agents anti-biofilms et de particules biodégradables 

d’acide poly-lactique pour la délivrance d’antibiotiques contre des biofilms bactériens. Une 

stratégie de formulation d’antibiotiques a été développée, aboutissant à des particules stables 
et fortement chargées en rifampicine. La charge de surface des particules a été inversée vers 

des valeurs positives par adsorption d’un peptide cationique, la poly-lysine. L’intérêt d’une 
telle formulation a été évalué in vitro sur des biofilms de Staphylococcus aureus. Capables 

d’interagir via des liaisons électrostatiques avec les biofilms et les bactéries, les particules 

cationiques sont retenues en plus grande quantité dans les biofilms que les particules 

anioniques qui peuvent être éliminées par lavage. Les particules permettant une délivrance 

progressive de l’antibiotique, l’inversion de leur charge de surface qui renforce ces 

interactions permet de réduire les quantités d’antibiotique nécessaires pour maintenir une 
efficacité anti-biofilm. La combinaison de ce traitement avec la DNase, une enzyme capable 

de dégrader la matrice de biofilms, permet de potentialiser la dégradation des biofilms sans 

toutefois augmenter l’activité bactéricide de l’antibiotique. Des évaluations in vivo de 

l’efficacité de cette stratégie thérapeutique permettraient de confirmer son intérêt pour le 

traitement des biofilms bactériens. 

 

Mots-clés : biofilm, bactéries, particules de PLA, antibiotique, agent anti-biofilm 
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SUMMARY 

 

 After the golden age of antibiotic discovery, bacterial infections still represent a major 

challenge for public health worldwide. The biofilm mode of growth is mostly responsible for 

chronic infections that antibiotic therapies fail to cure, pointing out the need to establish new 

therapeutic strategies. The aim of this thesis dealt with the development of a combinatory 

therapy based on anti-biofilm agents and poly-lactic biodegradable nanoparticles for 

antibiotic delivery within bacterial biofilms. An antibiotic formulation strategy was developed, 

leading to stable and highly rifampicin loaded particles. The particle surface charge was 

inverted to positive values by adsorbing a cationic peptide, poly-lysine. The impact of this 

formulation was evaluated in vitro on Staphylococcus aureus biofilms. Capable of electrostatic 

interactions with biofilms and bacteria, cationic particles are retained in larger quantity in 

biofilms than anionic ones which can be eliminated by washing. The particles enabling a 

sustained delivery of antibiotic, the surface charge inversion that strengthen those 

interactions allows to reduce the needed quantities of antibiotic to maintain an anti-biofilm 

efficacy. Combining this treatment with DNase, an enzyme able to degrade biofilm matrix, 

allows to potentiate the degradation of biofilms, however the bactericidal activity of the 

antibiotic was not enhanced. In vivo efficacy evaluation of this therapeutic strategy could 

confirm its interest for the treatment of bacterial biofilms. 

 

Keywords: biofilm, bacteria, PLA particles, antibiotic, anti-biofilm agent 
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1. LES BIOFILMS BACTERIENS 

1.1. Historique  

 Alors que les infections bactériennes ont entrainé des centaines de milliers de morts 

au cours de l’Histoire, l’âge d’or de la microbiologie initié par Louis Pasteur et Robert Koch à 

la fin du XIXème siècle a révolutionné le monde moderne. Leurs découvertes, conduisant au 

développement de traitements antibiotiques et de procédures d’hygiène, ont permis de 
réduire les ravages causés par ces épidémies et d’améliorer considérablement la qualité de 
vie à travers le monde1. Mais depuis quelques décennies, les infections chroniques souvent 

difficiles à éradiquer, ainsi que l’apparition de résistances bactériennes aux antibiotiques ont 

plongé la société dans une nouvelle ère où les microbes peuvent avoir le dernier mot2. 

Pour comprendre ce phénomène, il faut reprendre les différentes découvertes 

scientifiques de ces derniers siècles. Antoni van Leeuwenhoek (Pays-Bas, 1632-1723), 

aujourd’hui considéré comme le père de la microbiologie, est le premier à décrire des 

bactéries qu’il a observées sur des prélèvements de sa bouche. C’est son travail remarquable 
sur les lentilles de microscopes qu’il a lui-même développées qui lui a permis d’atteindre une 
résolution optique inégalée à son époque et d’observer ainsi des protistes et des bactéries. Il 

publiera officiellement ses découvertes en 1677 dans une lettre adressée à la Royal Society, 

la plus ancienne Académie des sciences en Europe, fondée en 1660 à Londres3. Alors qu’il y 
décrit des bactéries sous forme agrégée, c’est le mode de vie planctonique des bactéries qui 
sera retenu dans les siècles suivants. A partir de la fin du XIXème siècle, les découvertes et 

travaux menés par Louis Pasteur (France, 1822-1895) et Robert Koch (Allemagne, 1843-1910) 

ont permis de confirmer la théorie microbienne, suggérant que de nombreuses maladies sont 

causées par des micro-organismes. Le microbiologiste allemand recevra d’ailleurs le prix 

Nobel de médecine en 1905 pour avoir, entre autres, démontré que la tuberculose était 

causée par le bacille Mycobacterium tubercolosis, qu’il avait isolé et cultivé en 1882.  

L’ensemble de ces travaux sont à l’origine de révolutions scientifiques en 

microbiologie, conduisant à la découverte des antibiotiques et des vaccins ainsi qu’à la mise 
en place de procédures d’hygiène et de stérilité. Etudiant les propriétés antibactériennes de 

certains colorants chez Bayer, Gerhard Domagk (Allemagne, 1895-1964) a découvert en 1931 

que la sulfamidochrysoïdine permettait de traiter les infections systémiques à Streptococcus 

pyogenes sur des modèles de rat4. Commercialisé en 1935 sous le nom de Prontosil® par la 

firme Bayer, ce premier antibiotique de la famille des sulfonamides sera remplacé par la 

pénicilline quelques années plus tard. Découverte par Alexander Fleming (Ecosse, 1881-1955) 

en 1928 et utilisée chez l’humain à partir de 1942, elle présentait l’avantage d’être efficace 
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sur un spectre bactérien plus large. Marquant le début de l’âge d’or de la découverte des 

antibiotiques et une révolution médicale mondiale, l’espérance de vie aux Etats-Unis est alors 

passée de 58,5 ans à 68,6 ans en l’espace de 16 ans, entre 1936 et 1952, selon les données 

statistiques officielles publiées par le gouvernement américain5. L’évolution de la mortalité 
due aux maladies infectieuses aux Etats-Unis durant le XXème siècle concorde avec ces chiffres, 

diminuant de 8,2% par an en moyenne entre 1938 et 19526. Particulièrement, la mortalité 

annuelle associée aux infections bactériennes telles que la tuberculose, la fièvre typhoïde ou 

la diphtérie est passée à elle seule de 277 000 à 93 000 américains sur cette même période5.  

La grande efficacité des traitements antibiotiques dans la lutte contre les infections de 

bactéries alors considérées comme étant planctoniques, dissimulait cependant l’échec de 
traitements vis-à-vis de certaines infections bactériennes dites persistantes2. Entre 1952 et 

2002 soit sur une période de 50 ans, l’espérance de vie des américains a alors augmenté de 

« seulement » 10 années supplémentaires, le taux de mortalité a baissé de 2,3% par an en 

moyenne, et le nombre de morts annuel a raugmenté et est passé à 110 000, marquant un 

ralentissement de l’amélioration des conditions de vie par rapport aux années 19405. Les 

premiers rapports relatant l’apparition de résistances bactériennes aux traitements 
antibiotiques proviennent du japonais Kitamoto en 1955 suite à une épidémie de dysenterie 

causée par la bactérie Shigella dysenteriae7. Alors qu’il mettait en évidence l’apparition rapide 
de résistances entre bactéries et la capacité de les transférer à des bactéries sensibles, il a fallu 

plus de 10 ans et d’autres travaux de recherche pour que la communauté scientifique 

mondiale l’admette. Suite à des études menées par une équipe américaine en 1966, la 

résistance bactérienne a finalement été définie comme responsable de l’échec des 

traitements antibiotiques dans certaines infections, mais la connaissance sur la récalcitrance 

bactérienne aux antibiotiques n’en était qu’à son début2.  

Dans les années 1930, le terme de film a été défini en microbiologie marine pour 

distinguer les bactéries planctoniques, isolées et mobiles, des bactéries agrégées et 

adhérentes aux parois de bateaux, observées lors de phénomènes d’encrassement biologique 

par Henrici et Zobell8. Jouant un véritable rôle d’adaptation aux contraintes 
environnementales pour lutter contre les agressions externes, une privation en nutriments ou 

un stress, ce mode de vie est également adopté par d’autres micro-organismes comme les 

champignons et les levures9. Ce n’est qu’en 1970 que Niels Høiby est le premier à décrire le 

lien entre une infection pulmonaire persistante et des agrégats de Pseudomonas aeruginosa 

entourés d’une substance collante (appelée slime), grâce à des examens de poumons de 

patients atteints de mucoviscidose par microscopie (Figure 1)10. A la fin des années 1970, John 

William Costerton, alors professeur et chercheur en microbiologie environnementale à 

l’Université de Calgary au Canada, deviendra le pionnier dans les études et caractérisations de 
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ce qu’il appellera des biofilms au début des années 198011. Le biofilm est alors défini comme 

une communauté bactérienne comprenant une ou plusieurs espèces différentes capables 

d’adhérer à une surface et protégées dans une matrice extracellulaire auto-sécrétée12. Il est 

alors identifié comme responsable de la récalcitrance bactérienne aux traitements 

antibiotiques dans le cadre des infections persistantes. 

 

 

Figure 1. Première image de biofilm bactérien observé sur des expectorations de patients atteints de mucoviscidose par 

microscopie optique, montrant des agrégats de bactéries entourés de slime (adapté d’Høiby et al.10)  

 

Depuis, les études biologiques et médicales autour de ce mode de vie croissent de 

manière exponentielle, comme en atteste l’évolution du nombre de publications sur les 
biofilms disponibles sur PubMed, passant de 3 en 1981 à environ 56 000 en 2020 (Figure 2).  

 

 
Figure 2. Résultats de l’évolution du nombre de publications associées au terme « biofilm » sur PubMed (au 09/11/2020) 

 

Relativement récente par rapport à la découverte des bactéries, la caractérisation de 

ce mode de vie et des mécanismes sous-jacents permet de comprendre l’échec des 
antibiothérapies conventionnelles développées dans les années 1940 et dirigées contre les 

bactéries planctoniques. Ce décalage temporel permet également d’expliquer qu’il n’y ait, à 
l’heure actuelle, qu’un seul traitement disponible cliniquement (Arikayce® d’Insmed) ayant 

prouvé son efficacité contre des biofilms (Figure 3). 

Bactérie 

Slime 
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Figure 3. Timeline de la caractérisation clinique et pathologique des bactéries à celle du mode de vie en biofilms, et 

conséquences sur les thérapies antibactériennes (adapté de Garrison et al.13) 

 

1.2. Formation d’un biofilm 

 La formation d’un biofilm est un phénomène complexe au cours duquel les bactéries 

passent d’un mode de vie planctonique à sessile14. Il peut se résumer en 4 étapes principales : 

l’adhésion des bactéries à une surface, suivie de la formation de micro-colonies, la maturation 

et la dispersion du biofilm néoformé (Figure 4)15. 

 

 

Figure 4. Etapes de formation d’un biofilm (d’après Lebeaux et Ghigo15) 

 

1.2.1. Adhésion des bactéries à une surface 

 Les bactéries planctoniques sont susceptibles d’adhérer à une surface dès lors qu’elles 
sont assez proches de celle-ci. Leur capacité d’adhésion est d’abord régie par un processus 

réversible mettant en jeu plusieurs forces d’interactions faibles en fonction de la composition 
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de la surface bactérienne et de la surface d’adhésion qui peut être abiotique comme un 

dispositif médical, ou biotique comme une couche de cellules16. La surface chargée 

négativement des bactéries Gram négatif et Gram positif favorise leur adhérence sur des 

surfaces cationiques mais elles peuvent également former des biofilms sur des surfaces 

anioniques malgré une adhésion initiale moins favorable17. D’autres forces non spécifiques 

comme des liaisons hydrogènes, des interactions hydrophobes et des forces de Van der Waals 

permettent notamment de surmonter les répulsions électrostatiques et d’aboutir à une forte 

adhésion des bactéries à la plupart des supports qu’elles rencontrent ainsi qu’entre elles18,19. 

 Une fois cette barrière énergétique franchie, les bactéries sont capables d’adhérer à 
une surface à l’aide de processus de haute affinité. Des molécules présentes en surface des 

bactéries Gram négatif et Gram positif sont capables de reconnaitre et lier de manière 

covalente ou non-covalente des protéines humaines de la matrice telles que les fibronectines, 

les vitronectines ou les fibrinogènes20. Elles se nomment les MSCRAMMs pour microbial 

surface components recognizing adhesive matrix molecules et on en dénombre une vingtaine 

à la surface de Staphylococcus aureus21. Par exemple, le Clumping factor A interagit avec le 

fibrinogène, la Cell wall-associated fibronectin binding protein s’associe avec la fibronectine, 
la Collagen adhesin est capable de se fixer au collagène, ou encore l’Elastin binding protein se 

lie à l’élastine22. Des autolysines telles qu’AtlE chez Staphylococcus epidermidis peuvent 

également médier l’adhésion bactérienne en se liant aux protéines de la matrice humaine ou 
divers supports abiotiques comme le polystyrène21,23. Chez les bactéries Gram négatif, les 

adhésines sont retrouvées à la surface de leurs pili ou fimbriae, comme par exemple FimH 

chez E. coli ou MrkD chez Klebsiella pneumoniae24,25. Des macromolécules présentes dans la 

matrice extracellulaire des biofilms renforcent également l’adhésion à une surface ainsi que 

dans la cohésion mécanique entre bactéries telles que des protéines amyloïdes, l’ADN 
extracellulaire ou des polysaccharides comme la polysaccharide intercellular adhesin (PIA)26,27. 

L’ensemble de ces phénomènes complexes permet une adhésion forte et irréversible entre 

les bactéries et la surface, posant la base pour la formation du biofilm à proprement dit. 

 

1.2.2. Formation de micro-colonies 

 Une fois que les bactéries ont adhéré à un support et que la première couche de 

cellules est établie, ces dernières prolifèrent en adoptant une structure dite en 

« champignon » ou en « tour » (Figure 5)28. Ce processus mène à la formation de micro-

colonies qui peuvent abriter une ou plusieurs espèces bactériennes.  
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Figure 5. Structure en « champignon » de biofilms de S. aureus adhérés à un cathéter, observée au microscope électronique 

à balayage et pseudo-colorée (bactéries en jaune et matrice en vert) (adapté de Rabin et al.28) 

 

Les bactéries détectent des stimuli externes et communiquent entre elles à travers un 

système de signalisation chimique complexe appelé quorum sensing. Il a été découvert pour 

la première fois chez Aliivibrio fischeri par Kaplan et Greenberg en 198529. Il s’agit d’une 
bactérie marine vivant en symbiose avec certains céphalopodes et devenant bioluminescente 

lorsqu’elle se développe sous forme de biofilms par surexpression de luciférase, induite après 

détection de concentrations élevées d’auto-inducteurs, molécules impliquées dans le quorum 

sensing. Chez les bactéries Gram négatif, ces molécules sont des acylhomoserine lactones 

(AHLs) capables de pénétrer la membrane bactérienne et synchroniser l’expression de gènes 
spécifiques à travers l’opéron lux chez Aliivibrio fischeri ou las chez Pseudomonas aeruginosa 

par exemple (Figure 6)30. Chez les bactéries Gram positif, il s’agit de polypeptides comme 
l’autoinducing peptide (AIP) chez S. aureus capable de lier un récepteur membranaire et 

d’induire une cascade enzymatique responsable de l’expression de gènes spécifiques au 
développement du biofilm et formant une boucle de rétroaction positive. 

 

 

Figure 6. Systèmes de quorum sensing chez les bactéries Gram positif et Gram négatif (d’après Ganesh et Rai30) 
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La sécrétion de ces composés solubles restreint la communication à des zones 

physiquement proches, surtout lorsqu’une concentration seuil est requise pour l'activité, car 

ces composés sont alors rapidement dilués dans l’environnement ou dégradés par des 
enzymes. Un mode de sécrétion basé sur des vésicules membranaires, produites au niveau de 

la membrane externe ou interne d’une bactérie Gram négatif ou du cytoplasme d’une bactérie 
Gram positif et d’une taille variant de 20 à 400 nm, permet d’atteindre des cibles distantes31,32. 

Grâce à ces transporteurs qui peuvent s’intégrer dans la membrane d’une autre bactérie, 
différents plasmides, acides nucléiques, nutriments, facteurs de virulence et composants de 

résistance aux antibiotiques peuvent être délivrés de façon ciblée à de fortes concentrations 

et protégés des dégradations par une membrane lipidique (se référer au § 1.3.2.4 pour plus 

de détails)31. Les molécules hydrophobes du quorum sensing sont également transportées via 

ces vésicules dans des environnements aqueux, notamment la molécule signal PQS 

(Pseudomonas quinolone signal) produite par P. aeruginosa, qui induit elle-même la formation 

des vésicules et permet sa dissémination32. 

Les micro-colonies du biofilm se développent alors de manière syntrophique, 

structurée et coordonnée par synchronisation de la régulation de gènes, favorisant la 

colonisation de l’hôte ainsi que leur défense face aux perturbations environnantes33. 

 

1.2.3. Maturation du biofilm 

 A ce stade de développement du biofilm, les bactéries sécrètent les substances 

polymériques constitutives de la matrice protectrice, telles que des protéines, lipides, 

polysaccharides et ADN, dont les types et les fonctions sont détaillés en § 1.3.2. Des canaux 

d’eau se forment alors au sein du biofilm permettant d’assurer la circulation et la distribution 

de nutriments, substrats et oxygène dans le biofilm, mais aussi l’excrétion de produits et 
déchets métaboliques hors du biofilm (Figure 7)34.  

 

 

Figure 7. Image de microscopie confocale d’un biofilm de Bacillus subtilis observé après injection d’une solution aqueuse 
contenant des billes de fluorophores et révélant l’architecture des canaux d’eau (d’après Wilking et al.34) 
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 Une architecture en 3 dimensions est alors mise en place où la présence de gradients 

de nutriments et d’oxygène en fonction de la profondeur dans le biofilm et de la distance des 
bactéries aux canaux d’eau forme un environnement hétérogène, avec des bactéries 

organisées suivant leur métabolisme et leur type énergétique28. Une fois mature, le biofilm 

est régi par un équilibre dynamique et vont se suivre des cycles successifs d’accumulation et 
de perte de biomasse35. En interaction constante avec son environnement, certains facteurs 

vont en effet influer le devenir du biofilm.  

 

1.2.4. Dispersion du biofilm 

 Des forces mécaniques liées à des flux de l’organisme peuvent induire la dispersion 

passive du biofilm, mais la surpopulation au sein d’un biofilm, le manque de nutriments ou 

tout autre stress sont également des facteurs entrainant le détachement actif des 

bactéries36,37. A travers des cascades de signalisation bactériennes, différentes enzymes sont 

alors produites et sécrétées dans la matrice, favorisant sa dégradation38. Par exemple, il a été 

démontré qu’une thermonuclease sécrétée par S. aureus était capable de dégrader l’ADN 
extracellulaire présent dans la matrice du biofilm et assurant sa cohésion39. D’autres enzymes 
telles que l’alginate lyase sécrétée par P. aeruginosa, la Dispersin B chez Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans ou encore la hyaluronidase chez Streptococcus intermedius ont 

démontré leur capacité à entrainer la dispersion des biofilms40–42. 

D’autres mécanismes complexes sont impliqués dans la dispersion d’un biofilm. Il a par 

exemple été démontré chez P. aeruginosa que des rhamnolipides, surfactants extracellulaires, 

induisaient le détachement de biofilms43. Chez les staphylocoques, le quorum sensing médié 

par le locus agr est responsable de la régulation de l’expression de petits peptides appelés 

phenol soluble modulins (PSMs). Ces PSMs possèdent d’importants rôles tout au long du 
processus de formation d’un biofilm staphylococcique et agissent comme agent surfactant 
dans la dispersion de ce dernier44,45. Enfin, la surexpression des protéines associées à la 

formation de flagelles, organelles responsables de la mobilité des bactéries, est également un 

facteur déterminant dans la dispersion du biofilm46. Elle permet alors de coloniser un autre 

site et répandre l’infection, formant ainsi un véritable cycle de vie.  

 

1.3. Structure et composition d’un biofilm 

 D’une taille pouvant varier de 5 à 200 µm de diamètre pour la plupart des biofilms 

cliniques en fonction de la pathologie associée, ceux-ci peuvent atteindre jusqu’à 1 cm² sur 
des modèles de laboratoire en microplaque comme en atteste la Figure 747. Les canaux d’eau 
et pores présents dans la structure complexe du biofilm peuvent avoir une taille d’environ 3 
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µm de diamètre dans les zones les plus superficielles d’un biofilm et sont réduits à 0,3 µm 

dans les zones les plus profondes48. Les biofilms sont d’une composition extrêmement variée, 

comprenant une ou plusieurs souches bactériennes, ainsi qu’une matrice constituée d’un 
grand nombre de polymères qui confèrent les attributs uniques du mode de vie et de la 

virulence des biofilms49. 

 

1.3.1. Bactéries Gram négatif et Gram positif 

Les biofilms sont constitués d’une ou plusieurs espèces bactériennes organisées en 

paquets cellulaires denses et comptant pour moins de 10% de la masse d’un biofilm26. D’une 

taille d’environ 1 µm, ces bactéries ont une paroi à Gram négatif ou positif (Figure 8).  

 

 
Figure 8. Structure des enveloppes bactériennes à Gram négatif et à Gram positif (adapté de Silhavy et al.50) 

 

Les bactéries qui possèdent une paroi à Gram négatif regroupent les bactéries du genre 

Pseudomonas tel que P. aeruginosa, Escherichia tel que E. coli ou encore Salmonella. Cette 

paroi se caractérise par une membrane interne entourant le cytoplasme de la bactérie, et 

constituée d’une bicouche phospholipidique particulièrement riche en 

phosphatidylethanolamine (PE) et phosphatidylglycerol (PG) chez E. coli par exemple. Les 

bactéries ne présentent pas d’organites intracellulaires responsable de multiples fonctions 

vitales pour la cellule, en revanche la membrane interne bactérienne est riche en protéines 

membranaires (IMP pour intern membrane protein) qui jouent un rôle dans la production 

d’énergie ou la synthèse et la sécrétion de macromolécules par exemple50. Le périplasme 

délimitant l’espace aqueux entre la membrane interne et la membrane externe, est riche en 

protéines comme les protéines de liaison du périplasme impliquées dans le transport d’acides 
aminés et de sucres ou des protéines chaperons impliquées dans la  biogénèse de 

l’enveloppe50. Une fine couche de peptidoglycanes est présente dans le périplasme, 

exosquelette rigide constitué d’unités répétées d’un disaccharide, l’acide N-acetyl-
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glucosamine-N-acetyl-muramique, lié par les chaines latérales d’un pentapeptide et conférant 

la forme de la bactérie. La membrane externe est une bicouche de glycolipides, dans laquelle 

sont enchâssées des protéines de transport (OMP pour outer membrane protein) 

responsables notamment de la sécrétion des substances polymériques de la matrice d’un 
biofilm. Elle est recouverte par une couche de lipopolysaccharides (LPS), endotoxine 

notamment reconnue par le Toll Like Receptor 4 (TLR4) des macrophages du système 

immunitaire à travers son antigène O50. La charge de surface de ce type de bactérie est 

globalement négative51. 

Chez les bactéries possédant une paroi à Gram positif, on retrouve le genre 

Staphylococcus comme S. aureus, Enterococcus tel qu’E. faecalis, Bacillus avec B. subtilis ou 

encore Streptococcus. Elles ne possèdent pas de membrane externe contrairement aux parois 

à Gram négatif, mais sont constituées d’une couche de peptidoglycanes plus épaisse50. 

Implantée au travers de cette couche, de nombreux acides téichoïques et acides 

lipotéichoïques, longs polymères anioniques, confèrent une charge de surface globale 

négative à la bactérie51. De plus, une variété de protéines est présente en surface (CAP pour 

covalently attached protein). Il s’agit de protéines similaires à celles présentes dans le 

périplasme des bactéries Gram négatif mais également d’adhésines. 
 

1.3.2. Composants de la matrice et leurs rôles 

L’autre constituant majeur du biofilm est la matrice, sécrétée par les bactéries elles-

mêmes et composée d’eau (jusqu’à 97% en masse de la matrice) et de diverses substances 

polymériques telles que des exopolysaccharides (1-2%), des protéines et enzymes (1-2%), de 

l’ADN et de l’ARN (< 1%) ou encore des lipides (< 1%) (Figure 9)52. L’ensemble des constituants 
de la matrice, par rapport aux bactéries, représentent 90% de la masse totale d’un biofilm26.  

 

 
 Figure 9. Schéma de la composition et structure d’un biofilm (adapté de Karygianni et al.49) 
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Plusieurs paramètres influent sur la structure et la composition du biofilm tels que les 

bactéries à l’origine de ce biofilm, les différentes forces exercées sur la matrice du biofilm, la 
température ou encore les nutriments disponibles26. En résultent des biofilms plus ou moins 

durs, plats, filamenteux et poreux. La matrice structure le biofilm en trois dimensions et les 

éléments la composant sont également responsable de diverses fonctions décrites ci-dessous. 

 

1.3.2.1. Exopolysaccharides 

 Initialement regroupé sous l’acronyme EPS pour ExoPolySaccharides, l’ensemble des 
constituants de la matrice fut finalement renommé Extracellular Polymeric Substances, en 

conservant cet acronyme, après avoir découvert la présence d’autres macromolécules dans la 
matrice27. Il n’en reste pas moins que les exopolysaccharides constituent le polymère 

majoritaire de la matrice. Ils diffèrent en fonction de la souche bactérienne et sont impliqués 

tout au long du cycle de vie du biofilm avec des fonctions diverses28. 

Longues molécules linéaires ou ramifiées, les exopolysaccharides constituent un 

réseau stable, dense et complexe au cœur de la matrice, véritable échafaudage sur lequel les 

autres composants peuvent s’attacher (Figure 9). La structure est stabilisée par des 

interactions faibles intra ou inter-moléculaires qui favorisent des rapprochements 

moléculaires à travers des interactions de Van des Waals, des liaisons hydrogènes ou des 

forces électrostatiques. De plus, des répulsions électrostatiques inter-molécules empêchent 

l’effondrement du biofilm sur lui-même26. Des polysaccharides de la matrice peuvent interagir 

avec les lectines, protéines retrouvées à la surface membranaire des bactéries. Ils font ainsi le 

lien entre les constituants de la matrice et les bactéries, et assurent la cohésion du biofilm en 

stabilisant le réseau matriciel régi par les exopolysaccharides26. Notamment, LecA et LecB 

retrouvées chez P. aeruginosa se lient spécifiquement aux résidus galactose et fucose 

respectivement. Il a été démontré que l’inhibition de LecB par liaison avec un ligand 
dendrimérique de type fucosyl-peptide menait à l’inhibition complète de la formation d’un 
biofilm de P. aeruginosa ainsi qu’à la dispersion totale d’un biofilm établi53. 

Les exopolysaccharides Pel, un polysaccharide riche en glucose, ainsi que Psl, basé sur 

des séquences répétées d’un pentasaccharide constitué de mannose, glucose et rhamnose, et 

l’alginate, un polysaccharide anionique d’acide guluronique et d’acide mannuronique, sont les 

trois principaux sucres retrouvés dans la matrice de P. aeruginosa49. Pel et Psl jouent un rôle 

essentiel dans les premières phases de formation du biofilm favorisant l’adhésion 
bactérienne, mais également dans la protection contre les antibiotiques. L’alginate serait un 

facteur de virulence important dans l’infection par P. aeruginosa en protégeant de l’action de 
certains antibiotiques tels que la ciprofloxacine et certains bêta-lactamines par séquestration 
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comme le suggèrent Hodges et Gordon54. Elle protège également les bactéries des 

mécanismes du système immunitaire régis par la phagocytose des macrophages grâce à la 

viscosité qu’elle engendre dans la matrice du biofilm55. 

Chez les staphylocoques et notamment S. aureus, l’exopolysaccharide principal est la 

polysaccharide intercellular adhesin (PIA). Aussi appelée poly N-acetyl glucosamine (PNAG), sa 

synthèse et son excrétion sont réalisées par quatre protéines IcaA, IcaB, IcaC et IcaD28. Elle 

joue un rôle essentiel dans les interactions et la cohésion entre bactéries staphylococciques, 

et l’expression de l’opéron icaADBC est directement corrélée à la production de biofilms 

staphyloccociques56. Des homologues de PIA ont également été étudiés dans d’autres souches 
bactériennes formant des biofilms comme le poly-bêta-1,6-N-acetyl-D-glucosamine (PGA) 

chez E. coli et Actinobacillus actinomycetemcomitans21,57.  

 

1.3.2.2. Protéines extracellulaires 

 Les protéines présentes dans la matrice sont retrouvées en proportions massiques 

relativement importantes et similaires à celles retrouvées pour les exopolysaccharides. Elles 

se classent en deux groupes fonctionnels : les protéines non enzymatiques et les enzymes, et 

sont impliquées dans toutes les étapes de formation d’un biofilm. 

Parmi les protéines non enzymatiques, une famille de protéines appelée bap pour 

biofilm-associated proteins est retrouvée chez différentes souches bactériennes comme E. 

faecalis qui synthétise l’Enterococcal surface protein ou S. aureus synthétisant Bap26. Il s’agit 
de protéines membranaires impliquées dans l’adhésion bactérienne. Dans une étude in vivo 

menée par Cucarella et al., des isolats de S. aureus Bap-positifs ont colonisé et persisté sur des 

glandes mammaires bovines de manière significativement plus élevée par rapport à des 

souches Bap-négatives58. De plus, l’inhibition de l’opéron ica (précédemment décrit en § 

1.3.2.1) n’a pas d’impact sur la capacité à former des biofilms de S. aureus Bap-positifs in vitro, 

suggérant que Bap peut compenser la déficience en PIA (polysaccharide intercellular 

adhesin)58. 

La protéine amyloïde TasA, constituant majeur de la matrice de B. subtilis, est 

responsable de l’intégrité structurelle des biofilms59. Elle forme des fibres servant de soutien 

aux bactéries et assurant ainsi un rôle structurel indispensable au développement et à 

l’accroissement du biofilm. De façon similaire, les glucan-binding proteins (Gbps) sont des 

protéines synthétisées par Streptococcus mutans et capables de se lier aux glucanes, 

polymères de glucose, assurant ainsi le maintien de l’architecture structurelle du biofilm60. Il 

a été démontré que des mutants KO en Gbps produisaient des biofilms significativement 

moins épais que les souches sauvages60. La bêta-toxine est un facteur de virulence sécrété par 
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S. aureus, possédant des activités de ligase et de sphingomyelinase (hydrolyse impliquée dans 

le métabolisme des sphingolipides). A l’université du Minnesota, Huseby et al. ont démontré 

par électrophorèse que cette protéine multifonctionnelle était capable, en présence d’ADN 
extracellulaire, de s’auto-assembler et de se lier à l’ADN, suggérant la formation d’un réseau 
matriciel dense de nucléoprotéines dans les biofilms de S. aureus61. Sur un modèle de lapin, 

l’utilisation de mutants KO de l’expression du gène hlb codant pour la bêta-toxine a induit une 

diminution de la production de biofilms, confirmant le rôle de cette protéine dans le 

développement des biofilms61.  

La protéine SpA à la surface de S. aureus possède une double fonction, aussi bien 

impliquée dans la formation du biofilm que dans sa virulence. En effet, l’utilisation d’anticorps 

spécifiques anti-SpA a induit l’inhibition de façon dose-dépendante et jusqu’à inhibition 
complète de la formation des biofilms d’après une étude in vitro menée par Merino et al.62. 

De plus, l’ajout de protéine SpA exogène dans le milieu de culture a induit le développement 

des biofilms, suggérant que cette protéine ne doit pas nécessairement être liée à la surface 

des bactéries mais peut agir sous forme libre dans la matrice. Cette protéine joue également 

un rôle important dans l’échappement au système immunitaire de l’hôte. Ainsi, en se liant au 

fragment Fc d’immunoglobulines IgG, elle limite la capacité des anticorps à se fixer aux 

récepteurs Fc des phagocytes, conférant ainsi une activité anti-phagocytique à S. aureus63. 

 Au niveau des enzymes retrouvées dans la matrice d’un biofilm, la plupart d’entre elles 

sont impliquées dans la dégradation de celle-ci, à travers l’hydrolyse de l’ensemble des 
macromolécules la constituant28. Le rôle de cette dégradation est double. D’une part, il 
permet de fournir une source d’énergie aux bactéries. D’autre part, il permet d’initier la 
dispersion des bactéries vers d’autres sites. Une étude menée par Kaplan et al. a par exemple 

démontré qu’une β-N-acetylglucosaminidase codée par le gène DspB était capable d’induire 
la dispersion de biofilms de Actinobacillus actinomycetemcomitans in vitro par hydrolyse des 

polymères de N-acetylglucosamine42. Dans une autre étude in vitro, l’utilisation de 
hyaluronidase, enzyme possédant une activité de dégradation du hyaluronane, engendrait la 

dispersion de biofilms de Streptococcus intermedius41. 

 

1.3.2.3. ADN extracellulaire 

 L’ADN extracellulaire (ADNe) est un composant de la matrice retrouvé dans la plupart 

des biofilms bactériens. Initialement considéré comme un simple résidu issu de cellules lysées, 

le rôle fondamental de l’ADNe dans les biofilms a été révélé pour la première fois en 2002 

seulement, quand Whitchurch et al. à l’université de Queensland en Australie ont évalué in 

vitro l’effet d’un traitement à la DNase I sur des biofilms de P. aeruginosa64. Pendant 150 min, 
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ils ont observé une dégradation progressive de biofilms âgés de 12, 36 ou 60h. L’ADNe est 
impliqué dans de nombreuses fonctions au sein du biofilm, décrites ci-dessous (Figure 10)26. 

 

 

Figure 10. Différentes fonctions de l’ADNe dans les biofilms (adapté d’Okshevsky et Meyer27) 

 

Dès la première étape d’adhésion bactérienne, les forces électrostatiques répulsives 
présentes entre les bactéries et la surface seraient surmontées grâce à l’ADNe65,66. Il est en 

effet excrété par les bactéries et se retrouve sous forme libre dans le milieu environnant mais 

aussi à leur surface sous forme de structures en boucle pouvant s’étendre jusqu’à 400 nm de 
longueur depuis la surface bactérienne67. Cette conformation favoriserait la formation de 

liaisons hydrogènes et des interactions de Van der Waals à longue distance, comme l’a 
notamment démontré l’équipe du Dr Prashant K. Sharma en utilisant trois souches différentes, 

Streptococcus mutans, P. aeruginosa et Staphylococcus epidermidis67. En réduisant ainsi la 

distance d’interaction avec la surface ou entre les bactéries et en franchissant cette barrière 

énergétique, l’adhésion est favorisée et peut devenir irréversible par activité des 

MSCRAMMs27. Lorsque l’ADNe est digéré par de la DNAse ajoutée au milieu de culture de 
bactéries Staphylococcus xylosus, leur capacité d’adhésion à une surface en verre est 

significativement réduite68. Cependant, les forces impliquées sont dépendantes de la 

composition de l’environnement, de la conformation de l’ADNe à la surface des bactéries et 

de la nature de la surface d’adhésion68. 

 L’ADNe joue un rôle prépondérant dans l’intégrité structurelle d’un biofilm mature27. 

Mann et al. ont mis en évidence son rôle dans la maturation de biofilms de S. aureus par 

l’utilisation de mutants délétaires de l’expression du gène cid, impliqué dans la lyse cellulaire 

et la libération de l’ADNe39. Des interactions électrostatiques avec les autres composants de 

la matrice permettraient ainsi de maintenir l’architecture structurelle d’un biofilm. Par 

exemple, la bêta-toxine exprimée par S. aureus et précédemment décrite en § 1.3.2.2 

s’assemble avec l’ADNe pour former un réseau matriciel dense de nucléoprotéines, véritable 

squelette de biofilms matures de S. aureus61. De nombreuses études ont notamment 
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caractérisé l’importance de l’ADNe dans la structuration de divers biofilms matures par un 

traitement à la DNase64,69–71 ou par ajout d’ADN exogène72. 

 En outre, grâce à sa capacité à lier les cations de l’environnement, l’ADNe est impliqué 

dans les processus de défense des biofilms. Il est par exemple responsable de la séquestration 

des peptides cationiques antimicrobiens synthétisés par le système immunitaire. Ainsi, sa 

capacité à lier la bêta-défensine 3 humaine inhibe les propriétés anti-biofilms de ce peptide 

permettant à Haemophilus influenzae de former des biofilms in vitro73. Dans une autre étude, 

la capacité de l’ADNe à chélater des cations divalents tels que Mg2+ ou Ca2+ qui stabilisent le 

LPS bactérien, a entrainé l’expression de gènes codant pour une modification structurelle du 

LPS, menant à la résistance bactérienne aux peptides antimicrobiens et à certains 

antibiotiques cationiques, comme les aminoglycosides, chez P. aeruginosa74. Il a en revanche 

été démontré qu’avec des concentrations plus élevées d’ADNe, la chélation des cations 

stabilisant le LPS a perturbé la surface bactérienne, entrainant la lyse des bactéries in vitro74. 

Cette activité antimicrobienne de l’ADNe suggère qu’il pourrait également être impliqué dans 

des mécanismes de régulation de la viabilité bactérienne. 

La proportion d’ADNe présente dans la matrice d’un biofilm constitue également un 

réservoir pour le transfert horizontal de gènes entre bactéries75,76 (Figure 11). Outre le 

transfert par conjugaison entre deux bactéries impliquant les pili et adhésines en surface, par 

transduction via des bactériophages ou faisant intervenir des agents de transfert de gènes76, 

la transformation naturelle permet la prise en charge de fragments d’ADNe libres présents 

dans la matrice qui sont intégrés dans l’ADN chromosomique de la bactérie ou sont circularisés 

sous forme de plasmides. Le transfert horizontal de gènes est notamment responsable de la 

propagation de gènes d’antibiorésistance au sein d’un biofilm, abordée en § 1.5.3.1. 

 

 

Figure 11. Différents mécanismes de transfert horizontal de gènes chez la bactérie (adapté de von Wintersdorff et al.76) 
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 L’ensemble des macromolécules présentées dans cette partie jouent donc un rôle actif 
non seulement dans l’établissement et la croissance des biofilms mais également dans leur 
protection contre les agressions externes. Leur expression est dépendante de nombreux 

facteurs comme l’âge du biofilm et les souches qui le compose, rendant complexe le 

développement de thérapies tournées vers ces cibles. 

 

1.3.2.4. Vésicules membranaires 

Les vésicules membranaires présentées en § 1.2.2 sont des structures lipidiques 

complexes et hétérogènes d’une taille variant de 20 à 400 nm de diamètre31. Dérivées de la 

membrane externe des bactéries Gram négatif, leur lumière est constituée de périplasme. 

Chez les bactéries Gram positif, elles sont sécrétées à partir du cytoplasme bactérien. Elles 

jouent alors un rôle essentiel dans la matrice du biofilm, en transportant des constituants 

intracellulaires divers : protéines, lipides, acides nucléiques et autres biomolécules77.  

 D’une part, les vésicules membranaires interagissent avec les autres bactéries et 

assurent la communication au sein d’un biofilm, le quorum sensing. A travers le transport 

d’auto-inducteurs notamment hydrophobes ou de molécules hydrophiles sensibles aux 

dégradations, les vésicules assurent le développement coordonné du biofilm31. Par exemple, 

PQS (pour Pseudomonas quinolone signal) est une molécule hydrophobe majeure dans le 

quorum sensing chez P. aeruginosa permettant de générer des facteurs de virulence, moduler 

les réponses immunitaires de l’hôte ou encore permettre l’acquisition du fer comme 
nutriment78. Il a ainsi été évalué que 86% de PQS est transporté à travers des vésicules 

membranaires79. Les vésicules sont également capables de transporter des enzymes et 

récepteurs qui permettent l’acquisition de nutriments et donc la survie cellulaire. Une analyse 

protéomique chez Bacteroides fragilis a notamment permis de démontrer que des protéines 

exclusivement présentes dans les vésicules membranaires ont une activité glycoside 

hydrolase, résultant en des produits assimilables par les bactéries80. Les vésicules, à travers 

leur contenu riche en enzymes diverses, sont aussi capables de lutter contre des molécules 

nocives pour les bactéries telles que des espèces réactives de l’oxygène, des antibiotiques ou 

des molécules du système immunitaire, assurant la défense du biofilm contre des attaques 

externes78. Transportant également du matériel génétique, les vésicules peuvent assurer le 

transfert horizontal de gènes d’antibiorésistance au sein d’un biofilm. 

 D’autre part, les vésicules membranaires interagissent avec les cellules eucaryotes 
hôtes78. Elles sont alors impliquées dans la pathogénèse et la virulence de l’infection, en 
pénétrant dans les cellules et en libérant des molécules qui entrainent des dégâts cellulaires 

mortels78. Il peut s’agir de facteurs de virulence ou de toxines menant à la lyse cellulaire 
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comme l’hémolysine chez E. coli ou la cholera lysine chez Vibrio cholerae. Chez P. aeruginosa, 

la phosphatase alcaline ou certaines phospholipases transportées par des vésicules 

membranaires ont démontré une activité létale contre des cellules épithéliales pulmonaires 

humaines81.  

 Grâce à leur implication dans la communication, la nutrition, la défense bactérienne 

ou encore la pathogénèse, les vésicules membranaires sont des éléments multifonctionnels 

clés des biofilms32. 

 

1.4. Infections associées aux biofilms 

 Le mode de vie en biofilm joue un rôle important pour les bactéries dans de nombreux 

écosystèmes, leur conférant des propriétés protectrices et d’adaptation face aux 
perturbations de leur environnement (manque de nutriments, anoxie ou stress), il peut donc 

par conséquent induire des infections et pathologies néfastes chez l’humain. Il est estimé que 

80% des infections bactériennes sont associées aux biofilms82. De manière générale, alors que 

les bactéries planctoniques sont responsables d’infections aigues, les biofilms sont associés 
aux infections chroniques et liées au matériel médical (Figure 12). 

 

 
Figure 12. Principales infections associées aux biofilms (d’après Lebeaux et Ghigo15) 

 

1.4.1. Infections associées au matériel médical 

  L’utilisation de dispositifs médicaux est une pratique courante pour une multitude 

d’applications et est en constante croissance face au vieillissement de la population15. Aux 
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Etats-Unis, 5 millions d’appareils médicaux sont installés par an. Cependant, une fois introduit 

dans le corps et dès les premières heures, un dispositif médical est sujet à colonisation par les 

cellules de l’organisme mais également par les bactéries. Ces bactéries peuvent être 
opportunistes, présentes dans l’organisme comme celles du microbiote intestinal ou de la 

bouche, ou exogènes, provenant de l’extérieur de l’organisme et s’introduisant suite à une 

contamination pré ou post-opératoire15,83. Les infections associées à ces appareils peuvent se 

développer lentement et mettre plusieurs jours voire plusieurs mois avant que des 

symptômes ne se déclenchent. Plus de la moitié des infections nosocomiales sont associées 

aux dispositifs médicaux, tous types compris84. Il en résulte un bilan économique élevé, un 

impact très négatif sur la qualité de vie du patient et peuvent s’avérer mortelles comme le 

démontrent les exemples présentés ci-dessous pour le cas des Etats-Unis, d’après une revue 
du Dr Rabih Darouiche, médecin et spécialiste des maladies infectieuses à Houston.  

Parmi les implants cardiovasculaires, les valves cardiaques représentent 85 000 

dispositifs posés chaque année aux Etats-Unis84. Le taux d’infection de ces valves est de 4% 
pour un coût de traitement global estimé à 50 000 $ par appareil et les biofilms associés 

peuvent entrainer l’apparition de pathologies chroniques comme l’endocardite infectieuse28. 

Le taux de mortalité pour ce type d’infection y est significativement plus élevé que pour les 

autres types d’implants, pouvant atteindre 30% lorsque l’infection est déclenchée84. A 

l’échelle mondiale, d’après la revue du Pr Sandoe, l’incidence globale de ces systèmes 
cardiaques en Europe (Italie et Danemark) et en Australie varie de 0,5 à 2,2%85. Par ailleurs, 

quand les biofilms infectent des implants cardiovasculaires, leur dispersion dans l’organisme 
est facilitée à travers la circulation sanguine et peut bloquer l’arrivée du sang à des organes 

tels que le cerveau ou le rein28. Enfin, les bactéries responsables de ces infections d’implants 

cardiovasculaires sont principalement du genre Staphylococcus avec S. aureus et S. 

epidermidis, mais aussi Pseudomonas, Bacillus et Enterococcus52. 

Avec 600 000 prothèses articulaires et 2 000 000 de dispositifs de fixation de fractures 

posés annuellement aux Etats-Unis, le marché des implants orthopédiques atteint des valeurs 

élevées. Alors que le taux d’infection de ces implants varie de 2 à 5% pour des coûts de 
traitement allant de 15 000 à 30 000 $ par implant, les conséquences sur la vie du patient 

peuvent aller jusqu’au handicap physique84. Pour les pays européens, l’incidence est proche 
de 1% en moyenne86. Les bactéries les plus représentées dans ces infections de dispositifs 

médicaux non cardiovasculaires sont celles du genre Staphylococcus puisqu’elles sont 
présentent naturellement sur la peau15. Il est également possible que des bactéries telles qu’E. 

coli, P. aeruginosa ou E. faecalis s’y développent.  
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1.4.2. Infections chroniques 

 Bien que les biofilms puissent être commensaux, de nombreuses souches pathogènes 

entrainent l’apparition d’infections chroniques. Cliniquement, elles sont caractérisées par une 

durée d’infection supérieure à 30 jours, croissent et déclinent régulièrement, sont 

généralement localisées sur un même site et présentent une réponse incomplète aux 

antibiotiques avec une réémergence de l’infection à l’arrêt du traitement87. Les conséquences 

économiques et cliniques de ces infections sont toutes aussi lourdes que celles associées à un 

dispositif médical. Différents exemples tirés d’une revue rédigée par le Dr Randall Wolcott, 
médecin et directeur médical aux hôpitaux de Lubbock (Etats-Unis), sont présentés ci-dessous. 

 Les infections chroniques du système respiratoire sont responsables aux Etats-Unis de 

4 000 000 de nouveaux cas par an et d’une mortalité annuelle estimée à 170 000 patients, 

atteignant des valeurs bien plus élevées que les infections associées à des dispositifs 

médicaux87. En terme de coût de santé, il est estimé que 35 000 000 $ sont dépensés 

annuellement pour l’ensemble de ces infections. La mucoviscidose est la première maladie 

pour laquelle un biofilm a été identifié10. Il s’agit d’une pathologie génétique mortelle 

entrainant la production d’un mucus épais en grande quantité, obstruant les voies 

respiratoires. La clairance mucociliaire y est ralentie et le développement de biofilms y est 

favorisé15. Les principales bactéries impliquées dans cette pneumopathie sont S. aureus et H. 

influenzae pendant l’enfance puis P. aeruginosa pour 80% des patients jeunes adultes28. Le 

mode de vie en biofilm confère la récurrence de l’infection et l’échec des traitements 

antibiotiques prescrits et a pour conséquence d’induire une inflammation chronique, 
entrainant des dommages tissulaires et fonctionnels sévères sur cette zone déjà fragilisée par 

la maladie88. 

 Concernant les infections associées aux plaies cutanées chroniques, elles sont 

responsables de la mort de 270 000 patients annuellement pour une incidence de près de 2 

000 000 de cas par an aux Etats-Unis87. Les coûts de santé associés sont estimés à 18 000 000 

$ annuels dans ce même pays. Les plaies chroniques comme les ulcères et notamment ceux 

de pieds diabétiques, les coupures, les chirurgies et les brûlures sont associés à des biofilms 

pour plus de 60% d’entre elles15. Ces derniers recouvrent la couche externe de la blessure et 

peuvent également s’introduire dans les couches les plus profondes de la peau, en favorisant 

le développement d’inflammations chroniques. S. aureus, S. epidermidis et P. aeruginosa sont 

les principaux microorganismes impliqués dans ces infections89. 

 Enfin, de nombreuses autres pathologies sont associées à des biofilms telles que les 

infections urinaires, les méningites, les ostéomyélites, les rhinosinusites, les otites, les 

endophtalmies, les prostatites ou encore les pathologies buccodentaires telles que les caries. 
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Le coût global annuel du traitement des infections associées à des biofilms a été estimé à 94 

000 milliards $ aux Etats-Unis pour une mortalité annuelle atteignant 550 000 patients, faisant 

des infections à biofilms une priorité de santé publique87. 

 

1.5. Récalcitrance aux antibiotiques 

Alors que le système immunitaire ne parvient pas à prendre en charge l’élimination 
des bactéries sous la forme de biofilms, les antibiothérapies conventionnelles font également 

face à un échec thérapeutique, entrainant la persistance des biofilms dans les infections 

chroniques. Deux phénomènes sont responsables de cette récalcitrance aux antibiotiques : 

d’une part, la résistance des bactéries et d’autre part, la tolérance induite par les biofilms1,90. 

 

1.5.1. Résistance et tolérance aux antibiotiques : 

définitions 

 La résistance d’une bactérie pour un antibiotique se définit par sa capacité à se 

multiplier en présence de cette molécule toxique1. Elle est caractérisée dans des cultures 

planctoniques en mesurant la concentration minimale inhibitrice (CMI), correspondant à la 

concentration minimale d’antibiotique nécessaire pour inhiber la croissance bactérienne 

d’après l’Institut des Normes Cliniques et de Laboratoire91. Plus cette valeur est grande, plus 

la souche est résistante à cet antibiotique. La résistance aux antibiotiques peut être naturelle 

si le genre bactérien est intrinsèquement insensible, et elle peut s’acquérir par mutation. Elle 

est génotypique, c’est-à-dire qu’elle se transmet à la descendance bactérienne, et est causée 

par différents mécanismes comme la surexpression de pompes à efflux permettant d’évacuer 
l’antibiotique du cytoplasme des bactéries, la réduction de la perméabilité membranaire mais 
également l’altération des cibles antibiotiques et des antibiotiques eux-mêmes par activité 

enzymatique1. Pour l’Organisation des Nations Unies, la résistance aux antibiotiques est 

aujourd'hui l'une des plus grandes menaces pour la santé mondiale et la sécurité alimentaire. 

 La tolérance d’une bactérie pour un antibiotique se définit par sa capacité à survivre 

(sans pour autant croître) à l’effet bactéricide d’un antibiotique ou autre agression physique 
telle que la lumière UV, les métaux lourds ou la phagocytose1. La susceptibilité d’une bactérie 
pour un antibiotique n’est pas impactée (CMI non modifiée), mais sa tolérance est évaluée 

par la concentration minimale bactéricide (CMB), correspondant à la concentration minimale 

d’antibiotique nécessaire pour tuer 99,9% des bactéries initialement présentes. Lorsque le 

ratio CMB/CMI est supérieur ou égal à 32, on parle de bactéries tolérantes. Les biofilms 
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peuvent alors survivre face à des concentrations d’antibiotique pouvant atteindre jusqu’à 
1000 fois sa CMI92. La tolérance est phénotypique et réversible dès le retour à des conditions 

plus favorables à l’action de l’antibiotique. Il s’agit d’un processus d’adaptation physiologique 

causé par différents mécanismes décrits ci-dessous, comme la réponse SOS ou stringente 

menant au ralentissement du métabolisme cellulaire et à la persistance de bactéries93. Ainsi, 

la tolérance précéderait l'apparition de résistances bactériennes.  

 

1.5.2. Processus multifactoriel de récalcitrance 

Les mécanismes de tolérance et de résistance aux antibiotiques sont interdépendants 

et conduisent à un processus multifactoriel de défense et de survie face aux perturbations 

environnementales (Figure 13)90. Ils dépendent de nombreux facteurs tels que l’antibiotique, 
le genre et la souche bactérienne ainsi que l’âge du biofilm et son état de maturité94. 

 

 

Figure 13. Principaux mécanismes impliqués dans la récalcitrance des biofilms aux antibiotiques (d’après Lebeaux et al.95) 

 

1.5.2.1. Pénétration altérée des antibiotiques par séquestration 

dans la matrice 

 La matrice du biofilm agit comme une véritable barrière protectrice, altérant la 

pénétration de certains antibiotiques. A l’aide d’antibiotiques conjugués avec des marqueurs 
fluorescents comme le Cy5, leur pénétration dans des biofilms peut être évaluée par 

microscopie confocale. Dans un biofilm de P. aeruginosa de la souche PA01, la tobramycine 

n’est par exemple pas capable de diffuser en profondeur, restant bloquée à la périphérie du 

biofilm et induisant une activité antibiotique seulement locale (Figure 14, Cy5-tob)96. Ce 

comportement pourrait être régi par des interactions électrostatiques entre cet antibiotique 
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chargé positivement et les composants du biofilm chargés négativement. La ciprofloxacine, 

molécule antibiotique neutre, est ainsi capable de diffuser en profondeur dans les biofilms 

PA01 (Figure 14, Cy5-cipro)96. 

 

 

Figure 14. Cinétique de pénétration de la tobramycine et de la ciprofloxacine marquées par de la Cy5 (respectivement Cy5-

tob et Cy5-cipro) dans des biofilms de P. aeruginosa (adapté de Tseng et al.96) 

 

Parmi les composants responsables de la séquestration des antibiotiques dans la 

matrice, Psl (présenté en § 1.3.2.1), exopolysaccharide sécrété par P. aeruginosa, est impliqué 

dans la tolérance à la colisitine, la polymixine B ou encore la tobramycine97. D’après une étude 
menée au MIT, des mutants inhibant l’expression de Psl ont induit des CMB plus faibles pour 

ces antibiotiques alors que des mutants sur-exprimant Psl augmentaient leur CMB et donc la 

tolérance de P. aeruginosa face à ces antibiotiques. Psl séquestrerait ces antibiotiques 

cationiques dans la matrice à travers des interactions électrostatiques. Des résultats similaires 

ont été décrits avec Pel, un autre polysaccharide principalement retrouvé chez P. aeruginosa, 

et impliqué dans la tolérance aux aminoglycosides. La surexpression de Pel dans deux souches 

de P. aeruginosa a notamment induit une survie bactérienne plus importante face à l’action 
de la tobramycine98. Pour l’une des deux souches, PA14, l’inhibition de l’expression de Pel a 

induit un taux de survie bactérienne plus faible. Enfin, Chiang et al. ont démontré que l’ADNe 
était responsable de la tolérance de biofilms de P. aeruginosa aux aminoglycosides tels que la 

tobramycine, en séquestrant ces derniers par interactions électrostatiques99. Des biofilms 

déficients en ADNe ont également pu intégrer de l’ADN exogène, conduisant à la tolérance à 

la tobramycine. 

Par ailleurs, il a été démontré que la tétracycline pouvait atteindre l’ensemble des 
bactéries d’un biofilm d’E. coli après 10 min d’exposition alors que 90% des bactéries ont 
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survécu sous forme de biofilms contre 2% sous forme planctonique après 1h d’exposition100. 

Une étude par microscopie confocale menée à Paris par Boudjemaa et al. a confirmé cet effet 

avec d’autres antibiotiques et biofilms101. La daptomycine conjuguée à un fluorophore de type 

Bodipy était capable de diffuser efficacement dans un biofilm de S. aureus et d’atteindre les 
bactéries cibles sans toutefois éradiquer le biofilm in vitro. Egalement, la rifampicine est un 

antibiotique capable de pénétrer la matrice de biofilms de staphylocoques102,103. Cependant, 

elle ne permet pas non plus d’éradiquer entièrement les bactéries des biofilms, mettant en 
lumière d’autres facteurs impliqués dans l’échec des antibiothérapies comme la présence d’un 
microenvironnement non favorable à l’action des antibiotiques ou l’insensibilité des bactéries 
dormantes présentes dans un biofilm face au mécanisme d’action de certains antibiotiques102. 

 

1.5.2.2. Microenvironnement favorable à l’émergence de 

bactéries persistantes 

 La structure spécifique d’un biofilm résulte en la présence de gradients de nutriments, 
d’oxygène et de pH, conférant une hétérogénéité physico-chimique au sein du biofilm90. Des 

facteurs comme les variations de pH peuvent induire la tolérance à un antibiotique. Par 

exemple, la susceptibilité de S. aureus à la gentamicine est moins élevée à pH acide qu’à pH 
physiologique (augmentation de la CMI et de la CMB)104. Le gradient de pH à l’intérieur d’un 
biofilm pouvant atteindre des conditions acides51, de plus fortes concentrations en 

gentamicine sont nécessaires pour éradiquer S. aureus. Par ailleurs, les gradients de 

nutriments et d’oxygène peuvent induire des caractéristiques génétiques et métaboliques 
différentes aux bactéries selon leur localisation dans le biofilm1. Alors que les bactéries 

présentes en superficie peuvent disposer aisément des ressources nutritives disponibles, les 

bactéries en profondeur s’adaptent afin de survivre dans des conditions pauvres en ressources 
énergétiques. Leur métabolisme est ralenti, rendant ainsi l’action de certains antibiotiques 

inefficace. Par exemple, la rifampicine a présenté une activité très limitée et similaire in vitro 

entre un biofilm de S. epidermidis et les mêmes bactéries sous forme planctonique en phase 

stationnaire, alors que son activité est significativement plus élevée lorsque les bactéries sont 

en phase exponentielle de croissance105. De plus, la faible mortalité des bactéries du biofilm a 

été localisée à sa surface, zone riche en nutriments, et l’augmentation de l’apport en 
nutriments et en oxygène tendait à augmenter la mortalité des bactéries présentes dans le 

biofilm. Dans une autre étude, il a été démontré que l’apport d’arginine et de nitrate stimule 

l’activité métabolique de P. aeruginosa dans des zones de biofilms pauvres en oxygène, 

augmentant leur sensibilité à l’action d’antibiotiques comme la tobramycine et la 
ciprofloxacine106. 



51 
 

Ces bactéries qui survivent à la présence d’antibiotiques et sont tolérantes à leur action 

sont appelées bactéries persistantes1. Cette population bactérienne serait principalement 

responsable du taux basal de survie bactérienne observé après action antibiotique sur des 

biofilms bactériens in vitro et in vivo, menant à l’incapacité d’éradiquer complètement un 

biofilm107. Plusieurs mécanismes sont impliqués dans la persistance de ces bactéries (Figure 

15)107. 

 

 

Figure 15. Mécanismes de persistance bactérienne et conséquences sur l’antibiothérapie (adapté d’Harms et al.108) 

 

La réponse stringente est un phénomène observé lorsque les bactéries sont dans un 

environnement pauvre en nutriments ou face à un stress. Brièvement, lorsqu’une bactérie est 

privée de nutriments comme des acides aminés, la voie de signalisation médiée par l’alarmone 
(p)ppGpp est suractivée et résulte en la régulation de l’expression de gènes impliqués dans la 
survie bactérienne109. Un module toxine/antitoxine serait responsable du basculement de 

l’état métabolique des bactéries vers la dormance temporaire, dans une phase métabolique 
de non-division. La toxine inhibe les fonctions cellulaires principales des bactéries pendant 

que l’antitoxine inhibe l’effet de la toxine maintenant un équilibre dans l’état métabolique 
bactérien110. Il a été démontré in vitro qu’un biofilm mutant de P. aeruginosa déficient en 

(p)ppGpp et incapable d’établir une réponse stringente, était significativement plus sensible 

à l’ofloxacine ou à la gentamicine, contrairement à une souche sauvage non délétère en 

(p)ppGpp111. Cet effet a été confirmé in vivo par une étude menée dans l’équipe du Dr Pradeep 
Singh aux Etats-Unis sur des souris infectées intrapéritonéalement par P. aeruginosa, souche 

sauvage ou délétère en (p)ppGpp. Après traitement à l’ofloxacine, 35% des souris possédant 
la souche sauvage ont survécu contre 70% des souris ayant la souche mutée111. 
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Dans le cas de la réponse SOS, mécanisme cellulaire répondant aux dommages subis 

par l’ADN bactérien et causé par des antibiotiques par exemple, les bactéries peuvent aussi 

rentrer en dormance en adaptant leur métabolisme, rendant ainsi l’action de l’antibiotique 

inefficace112. Bernier et al. ont démontré que la privation en nutriments (acides aminés et 

source carbonée) induisait une réponse SOS dans des biofilms d’E. coli. La force proton 

motrice (PMF) était alors réduite, limitant la diffusion de certains antibiotiques à travers la 

membrane et menant ainsi à une meilleure tolérance à l’ofloxacine et à la ticarcilline113.  

La défense contre le stress oxydatif correspond aux mécanismes impliqués dans la 

protection contre les produits métaboliques de l’aérobie tels que le peroxyde d’hydrogène 
(H2O2) ou l’anion superoxyde (O2

-)1. Ces espèces réactives de l’oxygène causent des dégâts 

moléculaires en se fixant à l’ADN ou les protéines de la bactérie. Potentiellement induites par 
l’action d’antibiotiques, ces réactions engendrent la mort bactérienne. Les bactéries peuvent 

alors développer un métabolisme de persistance pour lutter contre ce stress oxydatif, à 

travers la surexpression d’antioxydants114. 

 

1.5.2.3. Conséquences des concentrations antibiotiques sous-

inhibitrices 

 Face à ces phénomènes multifactoriels de récalcitrance causés par le mode de vie en 

biofilms, les antibiotiques peuvent se retrouver en concentrations sous-inhibitrices dans un 

biofilm. Pour certains antibiotiques, ces concentrations sous-inhibitrices peuvent avoir un 

effet délétère amplifiant la récalcitrance aux antibiotiques, favorisant la résistance aux 

antibiotiques et induisant même la formation de nouveaux biofilms1. Ainsi, l’exposition de S. 

aureus à des concentrations sous-inhibitrices de ciprofloxacine (0.2x CMI), de gentamicine 

(0.2x CMI) ou d’oxacilline (0.5x CMI) a engendré la formation de bactéries persistantes 

devenant de ce fait tolérantes aux antibiotiques testés115. Gullberg et al. ont pour leur part 

démontré que des concentrations de streptomycine et tétracycline 4 à 60 fois plus faibles que 

leurs CMIs induisaient l’augmentation significative du nombre de mutants de Salmonella 

typhimurium résistants à ces antibiotiques116. Enfin, l’exposition de biofilms de P. aeruginosa 

et de E. coli à des concentrations sous-inhibitrices d’aminoglycosides a provoqué la formation 

de biofilms117. En cause, un gène de régulation de la réponse aux aminoglycosides, appelé arr, 

codant pour une phosphodiesterase dont le substrat est le c-di-GMP. Il s’agit d’un second 

messager qui régule la capacité d’adhésion bactérienne à une surface. Lorsque ce gène est 
muté en présence de faibles concentrations d’aminoglycosides, les mutants de P. aeruginosa 

ont une activité catalytique de c-di-GMP diminuée, entrainant l’augmentation de l’adhésion 
bactérienne médiée par c-di-GMP, et le développement du biofilm117. 
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1.5.3. Impact de la diversité génétique au sein d’un biofilm 

1.5.3.1. Transfert horizontal de gènes d’antibio-résistance 

Présenté en § 1.3.2.3, l’ADNe est impliqué dans le transfert horizontal de gènes 
d’antibio-résistance entre bactéries au sein d’un biofilm grâce aux processus de conjugaison, 
transformation naturelle, transduction, et par des agents de transfert de gènes (Figure 11). 

Chez S. aureus, il a été prouvé que la fréquence de conjugaisons responsables du transfert de 

plasmides bactériens était significativement plus élevée sous la forme de biofilms, grâce à la 

proximité spatiale entre bactéries118. Il en était de même pour Campylobacter jejuni et le 

transfert de gènes de résistance à la kanamycine et au chloramphénicol119. 

La capacité à acquérir une résistance antibiotique à travers ce transfert horizontal de 

gènes peut également être régulée grâce à d’autres phénomènes impliqués dans la tolérance 

du biofilm. Les intégrons de classe I sont des systèmes qui permettent aux bactéries de cliver 

et d’insérer des cassettes génétiques, notamment d’antibio-résistance, dans leur ADN. 

Strugeon et al. ont démontré que l’expression de l’intégrase, enzyme impliquée dans la 
catalyse de ces systèmes d’intégrons, est directement régulée par la réponse stringente lors 
d’une privation en nutriments dans des biofilms d’E. coli120. 

 

1.5.3.2. Mutagénèse bactérienne induite 

 La mutagénèse, processus de mutation des gènes d’une cellule, se déroule plus 
fréquemment lorsque les bactéries vivent sous le mode de biofilms. Bae et al. ont évalué la 

fréquence de mutation de gènes codant pour la gyrase A, impliquée dans la résistance aux 

fluoroquinolones, chez C. jejuni. En présence de concentrations de ciprofloxacine égales à sa 

CMI, la fréquence de mutation de ces gènes était significativement plus élevée lorsque C. 

jejuni se développait sous la forme de biofilms par rapport à la forme planctonique121. 

 Par ailleurs, l’augmentation de la fréquence de mutations de gènes impliqués dans la 
résistance à la rifampicine et à la mupirocine dans des biofilms de S. aureus en présence de 

concentrations antibiotiques jusqu’à 4 fois leurs CMIs dépend d’un autre processus impliqué 
dans la tolérance des biofilms : le stress oxydatif122. L’analyse du profil génétique des biofilms 

de S. aureus ayant subi des mutagénèses a révélé la surexpression du gène codant pour la 

superoxide dismutase. De plus, l’incorporation d’antioxydants dans ces biofilms a induit une 

diminution des fréquences de mutation des gènes de résistance aux antibiotiques étudiés.  
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1.5.4. Physiopathologie des biofilms bactériens : cas des 

infections d’implant par S. aureus 

S. aureus est une bactérie Gram positif, commensale et retrouvée principalement au 

niveau du tractus respiratoire supérieur et de la peau. Cela en fait un pathogène opportuniste 

capable de former un biofilm au sein d’un organisme lorsque le système immunitaire n’est pas 
parvenu à l’éliminer, aboutissant à une infection persistante. Il est notamment retrouvé dans 
des infections comme l’ostéomyélite, la périodontite, la rhinosinusite, l’endocardite ou encore 
celles associées aux plaies cutanées chroniques et aux dispositifs médicaux21. Ainsi, on 

retrouve majoritairement S. aureus lors de l’infection d’implants, responsable d’un fort taux 

de mortalité123. En cause, les biofilms à S. aureus présentent des caractéristiques 

physiopathologiques propres et adaptées à l’invasion des dispositifs médicaux implantés chez 
l’humain. 

La formation de biofilms à S. aureus sur des dispositifs médicaux commence par l’étape 
d’adhésion bactérienne. Les bactéries adhèrent aux protéines de la matrice humaine qui ont 

rapidement colonisé l’implant après chirurgie. L’adhésion est médiée par les protéines 

microbial surface components recognizing adhesive matrix molecules (MSCRAMMs) qui sont 

surexprimées à la surface de S. aureus, et se fixent notamment aux fibrinogènes, 

fibronectines, et collagène de l’hôte. Un attachement direct à l’implant est également possible 
par des forces d’interactions non spécifiques123. Les bactéries prolifèrent ensuite en formant 

un biofilm multicouche et elles sécrètent les substances polymériques de la matrice. Le 

polysaccharide intercellular antigen (PIA) produit par l’opéron icaADBC est notamment 

l’exopolysaccharide spécifique de la matrice d’un biofilm de S. aureus. Sa production est 

directement responsable de l’intégrité structurelle et de la formation des biofilms. 

L’expression de cet opéron peut être régulée par différents facteurs comme l’anaérobie, la 
présence de nutriments, l’osmolarité, la température ou la présence d’antibiotiques124. 

Cependant, la formation de biofilms indépendante à PIA est également possible à travers des 

protéines telles que la Biofilm-associated protein (Bap). Par ailleurs, des gènes tels que cidA, 

codant pour une protéine impliquée dans la lyse bactérienne, ou des autolysines sont 

surexprimés pour libérer l’ADN dans la matrice, élément crucial dans le développement des 

biofilms à S. aureus (§ 1.3.2.3)21. Les études ayant utilisé de la DNase pour éradiquer des 

biofilms de S. aureus en complément d’antibiotiques ont d’ailleurs démontré des résultats 
prometteurs70,124.  

Phénomène majeur dans la virulence et la protection de ces infections, les mécanismes 

de dormance et de persistance des bactéries chez S. aureus ne sont pas encore complètement 

élucidés124. Cependant, lorsqu’une forte densité de bactéries S. aureus s’accumule sur un 
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implant, la privation en nutriments est induite et tend à former des gradients d’oxygène et de 
pH au sein du biofilm néoformé, rendant les bactéries en profondeur insensibles à l’action de 
certains antibiotiques125. Egalement, la pénétration d’antibiotiques dans les biofilms à S. 

aureus est réduite par plusieurs facteurs dont l’ADNe126. Par ailleurs, le locus agr, responsable 

du quorum sensing chez S. aureus, est directement impliqué dans les processus d’évasion du 
système immunitaire44,45. Lorsqu’une certaine densité bactérienne est atteinte, agr est 

suractivé et permet de réguler de façon coordonnée l’expression de protéines telles que 
l’autoinducing peptide (AIP) ainsi que des toxines et facteurs bloquant la signalisation 

immune123. 

Les infections associées aux dispositifs médicaux sont cependant rarement composées 

d’une seule espèce bactérienne. Des biofilms multi-espèces composés par exemple de S. 

aureus, P. aeruginosa, E. coli et E. faecalis ont été identifiés sur de nombreuses infections 

allant des prothèses aux cathéters127. L’effet de ces infections poly-microbiennes n’est 
cependant pas encore bien étudié, mais elles pourraient être plus virulentes que les infections 

par des espèces uniques123. De plus, des bactéries comme P. aeruginosa seraient plus 

compétitives que S. aureus, menant à une plus grande colonisation de la surface des implants 

et une éradication partielle de S. aureus128.  

Les traitements antibiotiques dont disposent actuellement les cliniciens pour traiter les 

infections à biofilms sont ainsi peu adaptées à leurs spécificités. Dans la suite de ce manuscrit, 

je présenterai les nouvelles stratégies anti-biofilms, en considérant les caractéristiques 

propres des biofilms. 
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2. LES THERAPIES ANTI-BIOFILMS 

2.1. Thérapies conventionnelles 

 Aujourd’hui, l’unique traitement curatif disponible pour traiter les infections 
bactériennes est la prise d’antibiotiques, initialement développés en prouvant leur efficacité 

sur des bactéries planctoniques. Ils sont en revanche peu efficaces sur les biofilms du fait de 

la récalcitrance présentée dans le chapitre précédent, conduisant à la chronicité et la 

persistance des infections95. 

 

2.1.1. Définition et activité d’un antibiotique 

 Un antibiotique est une substance naturelle ou synthétique capable d’inhiber la 
croissance des bactéries ou de les tuer. Dans le premier cas, il s’agit d’un antibiotique 
bactériostatique et son efficacité est caractérisée par la CMI, correspondant à la concentration 

minimale d’antibiotique nécessaire pour inhiber la croissance bactérienne, visible dans une 

culture liquide après 18h d’incubation (Figure 16). Dans le second, il s’agit d’un antibiotique 
bactéricide et est caractérisé par sa CMB, correspondant à la concentration minimale 

d’antibiotique nécessaire pour tuer 99,9% des bactéries initialement présentes après 18h 
d’incubation sur des géloses à partir des suspensions obtenues dans le test de CMI (Figure 

16) . Un même antibiotique peut avoir les deux capacités en fonction de la concentration 

utilisée mais lorsque le ratio CMB/CMI est supérieur à 32, il est considéré comme étant 

bactériostatique uniquement. 

 

 

Figure 16. Détermination de la CMI et CMB d’un antibiotique pour une souche bactérienne donnée (adapté de Karaman129) 
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2.1.2. Classification des antibiotiques 

 Les familles d’antibiotiques sont classées en fonction de leur mécanisme d’action. Elles 
ciblent la paroi bactérienne, la synthèse protéique ou la synthèse nucléique130 (Figure 17). 

 

 

Figure 17. Différentes classes d’antibiotiques en fonction de leur cible dans la bactérie (adapté de Kapoor et al.130) 

 

 Parmi les antibiotiques ciblant la paroi bactérienne, on retrouve la famille des bêta-

lactamines. Composés d’un cycle bêta-lactame, ces antibiotiques regroupent diverses 

pénicillines comme l’ampicilline ainsi que des céphalosporines, carbapénèmes et 

monobactames. Ils ciblent spécifiquement des protéines membranaires bactériennes 

appelées Penicillin Binding Proteins impliquées dans la synthèse du peptidoglycane, 

constituant vital des bactéries. L’inhibition de cette synthèse entraine la lyse membranaire et 
la mort des bactéries131. La famille des glycopeptides tels que la vancomycine ou la 

dalbavancine est également impliquée dans l’inhibition de la synthèse du peptidoglycane en 
ciblant des précurseurs peptidiques de la paroi130. De même, la famille des lipopeptides telle 

que la polymyxine B cible spécifiquement le LPS et entraine la dégradation de la membrane 

externe des bactéries Gram négatif. 

 Au sein des familles d’antibiotiques ciblant la synthèse protéique, on distingue celles 
ciblant les sous-unités 30S des ribosomes bactériens et celles ciblant les sous-unités 50S. Les 

aminoglycosides tels que la gentamicine ou la tobramycine, par la formation de pores dans la 

membrane bactérienne, pénètrent dans le cytoplasme bactérien et ciblent l’ARN ribosomique 
16S de la sous-unité 30S entrainant l’interruption de la traduction des ARNm130. Les 

tetracyclines, telles que la doxycycline ou la minocycline, partagent la même cible. Au niveau 
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des sous-unités 50S, les différentes familles d’antibiotiques ciblent principalement l’ARN 
ribosomal 23S. On retrouve les macrolides comme la clarithromycine ou l’azythromycine, les 
amphénicoles comme le chloramphénicol, ou encore les lincosamides tels que la 

clindamycine132. 

 Parmi les familles d’antibiotiques ciblant la synthèse nucléique, on distingue les 
fluoroquinolones (ciprofloxacine ou levofloxacine) capables d’inhiber l’activité de la gyrase 

bactérienne impliquée dans la réplication de l’ADN, et les sulfonamides ciblant la synthèse de 
l’acide folique, précurseur de la synthèse d’acides nucléiques130. La famille des rifamycines, 

comprenant notamment la rifampicine, est impliquée dans l’inhibition de l’activité de l’ARN 
polymérase responsable de la transcription de l’ADN bactérien. 

 

2.1.3. Efficacité anti-biofilm de certains antibiotiques 

 Alors que la prescription d’antibiotiques suit une stratégie clinique agressive (précoce, 

sur de longues périodes et nécessitant parfois des combinaisons d’antibiotiques) face à l’échec 
de ces traitements dans les infections à biofilms, certains d’entre eux présentent des 
propriétés anti-biofilms intéressantes133.  

La ceftazidime a par exemple démontré plusieurs propriétés anti-biofilms contre la 

souche PA01 de P. aeruginosa in vitro à des concentrations sous-inhibitrices134. A ¼ de sa CMI, 

cet antibiotique est capable de réduire la biomasse du biofilm mais également d’inhiber la 
mobilité bactérienne et de réduire l’expression de macromolécules jouant un rôle majeur dans 
la formation du biofilm telles que LecA, LecB, Pel et Psl. Dans une autre étude, un traitement 

à l’azythromycine a permis de mettre en évidence que des concentrations sous-inhibitrices 

inhibaient la synthèse de signaux impliqués dans le quorum sensing de P. aeruginosa (la N-(3-

oxododecanoyl) homoserine lactone et la N-butanoyl homoserine lactone) mais également la 

mobilité bactérienne et la formation partielle du biofilm in vitro135. Dans un modèle d’infection 
du tractus urinaire chez la souris, le traitement à l’azythromycine a mené vers l’éradication 

complète de P. aeruginosa dans les reins des souris135.  

 Chez les staphylocoques, parmi une large gamme d’antibiotiques testés pour 
éradiquer des biofilms de S. aureus et de S. epidermidis, la rifampicine avait une CMEB90 

(concentration permettant d’éradiquer 90% du biofilm) de 64 µg/mL contre plus de 1024 
µg/mL pour tous les autres antibiotiques testés comme la vancomycine, la ciprofloxacine ou 

encore la tygecycline136. En revanche, sur plusieurs souches cliniques de S. epidermidis, 

l’exposition à des concentrations sous-inhibitrices de ciprofloxacine a permis de réduire 

partiellement la biomasse des biofilms in vitro, suggérant un effet souche-dépendant137. 
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 Alors que les thérapies antibactériennes actuellement prescrites ont été développées 

avant que le mode de vie bactérien en biofilms soit caractérisé dans la plupart des pathologies 

cliniques, les connaissances fondamentales actuelles permettent de développer de nouvelles 

stratégies adaptées aux propriétés spécifiques que confère un biofilm1. 

 

2.2. Nouvelles approches anti-biofilms 

 Les agents anti-biofilms ciblent différents mécanismes impliqués tout au long de la 

formation du biofilm, de l’adhésion bactérienne à un biofilm mature. On peut distinguer les 

stratégies capables d’inhiber la formation d’un biofilm lors de l’adhésion bactérienne, de la 

production de matrice ou encore du quorum sensing, ainsi que les stratégies impliquées dans 

la perturbation d’un biofilm établi par la dégradation de la matrice ou la dispersion des 
bactéries (Figure 18).  

 

 

Figure 18. Stratégies thérapeutiques ciblant le mode de vie bactérien en biofilms (adapté de Karygianni et al.49) 

 

Alors que les principales stratégies anti-biofilms sont détaillées dans la partie suivante 

de manière non exhaustive, de nombreux autres composés qui ne sont pas abordés ici ont été 

étudiés dans le traitement des biofilms, et dont le mécanisme est encore inconnu pour 

certains, mettant les stratégies anti-biofilms au cœur d’un développement actuel très 
important1. De nombreuses études de screening ont été conduites in vitro et in silico pour 
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identifier des agents thérapeutiques potentiels, et la base de données aBiofilm contient 

notamment plus de 5000 agents anti-biofilms répertoriés depuis 1988138. 

 

2.2.1. Inhibition de la formation de biofilms 

2.2.1.1. Inhibition de l’adhésion bactérienne à une surface 

 Il s’agit d’une mesure prophylactique ou agissant aux phases précoces de l’installation 
d’un biofilm sur une surface biotique ou abiotique. La surface de dispositifs médicaux peut 

ainsi être travaillée pour favoriser des propriétés physicochimiques spécifiques relatives à leur 

charge de surface, leur hydrophobicité ou leur composition chimique, et ainsi limiter ou 

inhiber l’adhésion bactérienne (Figure 19)139. Hook et al. ont par exemple démontré que des 

souche de S. aureus, E. coli et P. aeruginosa adhéraient moins lorsque les dispositifs étaient 

composés d’esters et hydrocarbones cycliques140. L’ajout d’un revêtement polymérique à 
base de silicone permettait également de diminuer d’un facteur 30 la capacité des bactéries à 
adhérer sur ces implants, menant à une réduction de près de 97% de la surface occupée par 

les bactéries adhérentes. Cet effet a été confirmé in vivo sur un modèle de souris présentant 

ces implants en sous-cutané140. 

 

Figure 19. Principales propriétés des dispositifs médicaux impactant l’adhésion bactérienne (adapté de Song et al.139) 

 

Les dispositifs médicaux peuvent également présenter des caractéristiques 

biologiques en étant fonctionnalisés par des antibiotiques ou des peptides antimicrobiens141. 

Par exemple à l’université de Saragosse, Gimeno et al. ont développé une prothèse 

orthopédique composée de réservoirs en acier remplis d’antibiotiques142. La cefazoline et le 

linezolide ont été délivrés de manière contrôlée dans l’espace colonisable par les bactéries et 
ont présenté une activité bactéricide totale in vitro contre des bactéries planctoniques de S. 

aureus en 8h et 24h respectivement. 
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Il est aussi possible d’inhiber spécifiquement l’activité des molécules impliquées dans 
l’adhésion bactérienne par des analogues d’adhésines agissant de manière compétitive141. Par 

exemple, la fixation des adhésines de S. mutans à des récepteurs salivaires a été inhibée in 

vitro grâce à un peptide synthétique, le p1025, analogue d’une partie de la chaine protéique 
de ces adhésines143. In vivo chez l’humain, l’administration de ce peptide a empêché la 
colonisation des dents par S. mutans, contrairement à un peptide contrôle ou une solution 

saline143. Cependant, comme l’adhésion bactérienne est médiée par une multitude de 

protéines et de récepteurs, impliqués différemment en fonction de facteurs génétiques et 

environnementaux, cette approche semble insuffisante pour réduire de façon significative les 

risques d’établissement d’un biofilm141. 

 

2.2.1.2. Inhibition de la production de matrice 

 Plusieurs voies de signalisation impliquées dans la production de la matrice coexistent 

au sein d’un biofilm. Parmi elles, le c-di-GMP est un messager secondaire qui contrôle la 

synthèse de nombreuses molécules de la matrice comme des enzymes ou des 

polysaccharides144. Il est une cible privilégiée pour le développement de stratégies cliniques 

anti-biofilms non toxiques, car le système de signalisation médié par c-di-GMP n’est présent 

que chez les bactéries145. Une étude in vitro de screening à haut débit a permis d’identifier 
sept petites molécules efficaces pour inhiber la formation de biofilms de Vibrio cholerae in 

vitro, comme le DI-3-N-(4-anilinophenyl)benzamide145 ayant une activité inhibitrice de la 

diguanylate cyclase, enzyme synthétisant le c-di-GMP. D’autres petites molécules inhibitrices 

de la diguanylate cyclase ont également été identifiés par une étude in silico de screening146. 

Evaluées in vitro par dichroïsme circulaire, deux molécules ont inhibé de manière compétitive 

l’activité de la diguanylate cyclase. Cependant, leur capacité à inhiber la formation d’un 
biofilm n’a pas été démontrée. 

 La glucosyltransferase est également une enzyme ciblée dans la stratégie d’inhibition 
de la production de matrice. En effet, elle est impliquée dans la synthèse de nombreux 

exopolysaccharides147. Le screening à haut débit de plus de 150 000 composés disponibles 

commercialement pour évaluer leur capacité à interagir avec l’un des domaines de cette 

enzyme a mené à l’identification d’un inhibiteur potentiel, un dérivé de quinoxaline. Evaluée 

in vitro, cette molécule a démontré sa capacité à inhiber la synthèse d’exopolysaccharides et 
la formation de biofilms de S. mutans par antagonisme de l’activité de la 
glucosyltransferase147. In vivo chez le rat, ce composé a significativement réduit la proportion 

de S. mutans dans la plaque dentaire des animaux et a ainsi diminué la sévérité des caries 

formées. 
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2.2.1.3. Inhibition du quorum sensing 

 Le quorum sensing est le système de signalisation bactérien permettant la 

communication entre bactéries, menant au développement coordonné des micro-colonies au 

sein d’un biofilm. De nombreuses stratégies s’attaquent aux molécules impliquées dans les 
différentes voies de signalisation en inhibant la synthèse du messager, en le dégradant, en 

inhibant la liaison de la molécule signal à son récepteur ou en inhibant la cascade de 

signalisation. Cette stratégie d’inhibition du quorum sensing est regroupée sous le 

phénomène de quorum quenching (Figure 20)148,149.  

 

 

Figure 20. Différentes stratégies d’inhibition du quorum sensing (d’après Mion et al.149) 

 

Chez S. aureus, les composants du quorum sensing sont principalement codés par le 

système agr150. Ce système de régulation génétique qui fait intervenir l’autoinducing peptide 

(AIP) permet notamment la synthèse de molécules signal grâce à deux ARN, ARNII et ARNIII. 

Molécule endogène produite par S. aureus, le peptide inhibiteur de RNAIII (RIP) est une 

molécule capable de prévenir la formation de biofilms de S. aureus. L’utilisation de RIP 

exogène a été étudiée sur un modèle de rats ayant subi une greffe d’implants sous-cutanés 

infectés par des injections de S. aureus151. RIP, administré immédiatement après la greffe, a 

démontré sa capacité à inhiber significativement la formation des biofilms comparé au 

contrôle non traité, sans toutefois prévenir complètement l’infection. En combinaison avec la 
teicoplanine, la formation des biofilms a été inhibée de manière synergique sur ce même 

modèle151. 
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Chez P. aeruginosa, deux dérivés synthétiques de furanones, isolés d’une algue marine 
nommée Delisea pulchra, étaient capables d’interférer avec l’action des acylhomoserine 

lactones (AHLs) dans un modèle de souris présentant une infection pulmonaire chronique152. 

En supprimant le quorum sensing de cette bactérie dans les poumons, ces dérivés ont accéléré 

la clairance bactérienne et réduit la sévérité de l’infection. Dans le cas d’une infection léthale 

sans traitement, l’utilisation de ces dérivés a permis de prolonger la durée de vie des souris 

infectées de manière significative. 

Cependant, le quorum sensing est un système de signalisation impliquant différentes 

molécules propres à chaque micro-organisme1,148,149. Cette stratégie présente donc certaines 

limites dans l’éradication de biofilms poly-microbiens ou de biofilms dont la souche n’a pas 
été identifiée par une culture microbiologique. De plus, les molécules impliquées dans le 

quorum quenching ne présentent généralement pas la capacité d’éradiquer les bactéries d’un 
biofilm mais de limiter la formation de ce dernier, en faisant une stratégie intéressante dans 

la prévention et l’inhibition de la formation d’un biofilm mais suggérant l’utilisation d’un 
antibiotique en combinaison thérapeutique pour l’éradication d’un biofilm mature. 

 

2.2.2. Eradication de biofilms établis 

 Cliniquement, l’infection se déclare généralement plusieurs jours voire plusieurs 

semaines après que le biofilm se soit installé et développé dans l’organisme et se trouve donc 

dans un état de maturité avancé84. Les stratégies visant à éradiquer des biofilms matures 

présentent donc une pertinence clinique plus importante que celles présentées ci-dessus. De 

plus, la dégradation de la matrice d’un biofilm entraine la dispersion des bactéries sous l’état 
planctonique, susceptibles d’être prises en charge par le système immunitaire et par un 

traitement antibiotique combinatoire144,153. 

 

2.2.2.1. Dégradation enzymatique de la matrice 

De nombreuses enzymes sont capables de dégrader les différentes macromolécules 

composant la matrice. Les exopolysaccharides sont une cible privilégiée dans la stratégie de 

dégradation de la matrice car ils assurent le maintien de l’architecture des biofilms matures. 
La dispersine B est une glycoside hydrolase synthétisée par Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans et certaines souches de S. aureus, capable de dégrader le PNAG ou 

PIA1. Son activité contre d’autres bactéries a été évaluée in vitro par Dobrynina et al. et a 

notamment démontré une forte activité dans la dégradation de biofilms de S. epidermidis154. 



64 
 

In vivo, deux autres glycoside hydrolases, l’α-amylase et la cellulase, ont permis de réduire 

significativement la biomasse de biofilms de S. aureus et de P. aeruginosa et d’augmenter 

l’efficacité d’une thérapie combinatoire à base de gentamicine, dans un modèle de plaie murin 

développé par Fleming et Rumbaugh à l’université de Lubbock155. Cependant, la combinaison 

de ces enzymes avec un antibiotique est indispensable pour éradiquer un biofilm. Le simple 

traitement avec des glycoside hydrolases ne permettait pas d’éradiquer P. aeruginosa mais au 

contraire, induisait sa dispersion dans des souris observées par imagerie de fluorescence de 

manière non intrusive sur 20h (Figure 21)153. 

 

 

Figure 21. Images de la dispersion de P. aeruginosa bioluminescentes par un traitement de glycoside hydrolases dans un 

modèle de plaie murin (adapté de Fleming et Rumbaugh153) 

 

L’ADNe qui joue un véritable rôle de scaffold dans la structure du biofilm, peut être 

dégradé par des désoxyribonucléases dont la DNase I qui a fait l’objet de nombreuses 

publications69,156,157. Les Dr Sharma et Singh ont par exemple démontré sa capacité à dégrader 

l’ADNe de biofilms de P. aeruginosa, ce qui a permis de réduire significativement la quantité 

de biomasse de ces biofilms in vitro69. Dans une autre étude, la DNase I a permis de réduire la 

biomasse de biofilms de S. aureus et d’E. coli mais également de sensibiliser ces bactéries à 

l’activité bactéricide de l’ampicilline et de la levofloxacine in vitro156. Enfin, Hymes et al. ont 

évalué l’activité de la DNase sur un modèle de vaginose in vivo. Après traitement, la 

colonisation de Gardnerella vaginalis était réduite par un facteur 10 comparé aux souris 

contrôles n’ayant pas reçu de traitement158.  

 Les approches anti-biofilms impliquant des enzymes représentent une stratégie 

efficace et intéressante mais elles font cependant face à l’incapacité de tuer les bactéries du 
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biofilm. L’utilisation d’antibiotiques en combinaison est donc nécessaire pour éviter la 

dispersion de l’infection et mener à une septicémie1. 

 

2.2.2.2. Activité bactéricide incluant les bactéries dormantes 

2.2.2.2.1. Molécules biologiques à spectre total  

 Alors que certains antibiotiques et certaines stratégies anti-biofilms ciblent le 

métabolisme bactérien, les bactéries persistantes en état de dormance métabolique sont 

insensibles à leur action. Il existe des composés anti-biofilms présentant une activité 

bactéricide efficace sur toutes les populations bactériennes. Par exemple, les peptides 

antimicrobiens (AMPs) sont une famille de molécules issue de l’immunité innée et participant 
à la défense de l’organisme contre les infections microbiennes. Plus de 2600 AMPs ont été 
recensés dans une base de donnée dédiée, appelée APD, dont près de 2200 présentent une 

activité antibactérienne159. Ce sont des molécules largement conservées et présentant un 

spectre d’activité large144,160. Ces AMPs sont capables d’inhiber la formation de biofilms en 
inhibant l’adhésion bactérienne, l’activité d’enzymes, la synthèse de substances polymériques 
extracellulaires ou en perturbant le quorum sensing161. C’est le cas pour le LL-37, principal 

AMP humain de la famille des cathélicidines, sur de nombreuses souches bactériennes comme 

E. coli, S. aureus ou P. aeruginosa162,163. Ces AMPs présentent également des activités 

bactéricides permettant de cibler l’ensemble des bactéries d’un biofilm en incluant les 
bactéries dormantes164. Leurs propriétés cationiques permettent la formation de pores 

transmembranaires en interagissant avec les composants négatifs de la membrane 

bactérienne tels que les acides lipotéichoïques, menant à la lyse bactérienne. Ils favorisent 

aussi la perturbation de la membrane bactérienne par crossing-over menant à la floculation 

des composants intracellulaires161. De nombreux AMPs et dérivés ont été étudiés pour leur 

capacité à éradiquer un biofilm en s’intéressant spécifiquement aux bactéries persistantes. 
Malmsten et al. ont notamment démontré que l’AMP RRP9W4N était capable de tuer les 

bactéries normales et persistantes de S. epidermidis sous forme planctonique et en biofilms 

in vitro165. D’autres AMPs comme (RW)4-NH2 ou (RW)4D ont également présenté des activités 

bactéricides élevées contre une souche d’E. coli hautement productrice en bactéries 

persistantes, sous forme planctonique et en biofilms166.  

Cependant, les AMPs peuvent également lier des composants de l’organisme hôte, 
être séquestrés par des composants de la matrice, être dégradés par des protéases ou les 

bactéries peuvent développer une résistance adaptée à ces AMPs, réduisant leur performance 

in vivo, en diminuant leur efficacité et en augmentant leur toxicité144,161. Une autre approche 

pour éradiquer les bactéries dormantes d’un biofilm consiste à stimuler le métabolisme de ces 
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dernières. Par ajout d’un sucre tel que le mannitol ou le fructose, la glycolyse bactérienne est 

stimulée et engendre l’augmentation de la force proton motrice, menant à l’augmentation de 
la pénétration d’aminoglycosides comme la gentamicine dans le cytoplasme bactérien à 
travers la membrane1. Cet effet a permis d’augmenter la mortalité de bactéries persistantes 
d’E. coli in vitro et in vivo dans un modèle d’infection du tractus urinaire associée à un 
cathéter167. 

 

2.2.2.2.2. Mesures physiques et chimiques d’éradication des biofilms 

 Outre les stratégies anti-biofilms de type biologique, il existe également des procédés 

physiques et chimiques en cours de développement168. Ils présentent les avantages de ne pas 

induire et subir de résistance bactérienne et ils possèdent un large spectre d’activité sur tout 
type de bactéries168. La photo-inactivation ou thérapie photo-dynamique est par exemple 

l’une de ces approches physiques où la lumière est utilisée afin de libérer des espèces réactives 

de l’oxygène, induisant des dommages bactériens mortels. In vitro, une exposition de 5 min à 

de la lumière violet-bleue autour de 380-440 nm sur un biofilm formé de S. mutans, souche 

retrouvée dans les infections buccodentaires, a permis de diminuer significativement la 

biomasse du biofilm ainsi que la viabilité des bactéries le formant169. In vivo, dans le traitement 

d’une brûlure infectée par P. aeruginosa chez la souris, la lumière violet-bleue a permis 

d’augmenter le taux de survie des souris de 18% pour celles n’ayant pas suivi de traitement à 
100% pour celles l’ayant reçu170. De plus, aucun dommage de la peau des souris n’a été indiqué 

pour les doses utilisées. D’autres approches comme les ondes acoustiques et la iontophorèse 
ont été étudiées pour l’éradication des biofilms en ciblant l’ensemble des bactéries 
présentes1. Les effets de la iontophorèse ont été démontrés par Chakravarti et al. sur un 

modèle de cathéter urinaire infecté par un biofilm de Proteus mirabilis. Pour cela, un courant 

électrique traversant des électrodes en argent attachées à des cathéters a été délivré à 9V et 

150 µA dans un modèle de vessie in vitro, et de l’urine artificielle chargée en bactéries a été 
envoyée dans la vessie171. Le nombre de bactéries après traitement a diminué de plus de 50% 

et le temps avant que les cathéters ne soient bouchés par le biofilm est passé à 156 h contre 

22h seulement pour le contrôle non traité. 

Des approches visant à cibler chimiquement les bactéries dormantes ont été 

étudiées144. Des traitements à base d’agents oxydants tels que le peroxyde d’hydrogène sont 
classiquement utilisés dans le cas d’infections de plaies, tuant les bactéries à travers le 
phénomène de stress oxydatif décrit précédemment. Dans une étude de Presterl et al., un 

traitement sur des biofilms de S. epidermidis avec du peroxyde d’hydrogène à 5% a mené à 
une réduction de la biomasse de 75% et de la viabilité bactérienne d’un log de 5 dès 1 min 
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d’incubation sans toutefois éradiquer complètement les bactéries172. Dans le cadre 

d’infections buccodentaires, l’hypochlorite de sodium, un autre agent oxydant, est 
couramment utilisé. Liu et al. ont par exemple évalué l’éradication de biofilms d’E. faecalis 

formés sur de la dentine humaine par de l’hypochlorite de sodium à 5,25%173. Les biofilms 

étaient en état de privation de nutriments puisque ces bactéries sont retrouvées dans cet état 

métabolique au sein du canal dentaire. Dès les 30 premières secondes de traitement, plus de 

50% des bactéries du biofilm ont été tuées. Cependant, même après 30 min de traitement, 

une fraction résiduelle de bactéries a persisté. 

L’impossibilité d’utiliser ces traitements sur de longues durées, à de plus fortes 
concentrations/temps d’exposition ou pour d’autres applications cliniques pour causes de 

toxicité cellulaire, en font des freins dans le développement de stratégies anti-biofilms144. 

 

2.2.2.2.3. Thérapie à base de bactériophages 

 La thérapie phagique se positionne comme une stratégie intéressante et une bonne 

alternative aux antibiotiques puisque les bactériophages présentent une activité 

antibactérienne à large spectre et sont capables de cibler spécifiquement les bactéries174,175. 

Ces virus spécifiques des bactéries suivent notamment des cycles lytiques : la libération des 

bactériophages nouvellement synthétisés s’accompagne d’une lyse cellulaire. Un effet des 

phages est particulièrement intéressant en thérapie contre les biofilms puisque les bactéries 

persistantes sont également sensibles aux phages. En effet, Pearl et al. ont étudié les effets 

de persistance sur l’interaction entre E. coli et le phage lambda176. En s’intégrant dans le 

génome des bactéries persistantes, les phages demeurent inactifs mais lorsque les bactéries 

sont réactivées, les phages sont surexprimés et poursuivent leur cycle lytique, détruisant les 

bactéries. Les phages peuvent également exprimer ou induire l’expression d’enzymes de 
dégradation de la matrice. Ainsi, les polysaccharide depolymerases codées par certains 

bactériophages telles que des endolysines, des endorhamnosidase ou des alginate lyases 

peuvent spécifiquement dégrader les exopolysaccharides sécrétés par les bactéries et induire 

la dégradation de biofilms177. Hawkins et al. ont notamment étudié l’apport d’un traitement 
à base de bactériophages sur des chiens présentant une otite associée à une infection par P. 

aeruginosa178. Après avoir injecté une préparation topique de 6 bactériophages dans le canal 

auditoire d’une oreille, le nombre de bactéries viables a diminué de 67%, associé à une 
augmentation significative de bactériophages prouvant la réplication virale. De plus, aucune 

inflammation ou effet secondaire local et systémique n’a été relevé durant l’expérience. 
Plusieurs études ont aussi été réalisées chez l’humain, notamment dans le traitement topique 
d’infections bactériennes cutanées179–181. Si certains essais cliniques présentent un bilan 
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intéressant dans l’efficacité d’un traitement par des bactériophages dans diverses infections 

cutanées comme le présente la revue de Morozova et al., d’autres études ont un bilan plus 
mitigé181. Par exemple, des patients atteints de brûlures infectées ont reçu quotidiennement 

un cocktail de 12 bactériophages anti-P. aeruginosa sous forme de crème ou un traitement 

contrôle standard pendant 7 jours avec 14 jours de suivi179. L’efficacité du traitement à base 
de bactériophages était insuffisante pour les 12 patients infectés ayant reçu le traitement 

thérapeutique, l’essai clinique a alors été stoppé. Trois d’entre eux ont également présenté 
des effets secondaires. 

 La thérapie phagique s’inscrit donc dans un processus thérapeutique alternatif 

intéressant tant pour la lutte contre les biofilms que les bactéries résistantes aux 

antibiotiques. Cependant, plusieurs limites sont associées à l’utilisation de phages 

cliniquement175. Leur activité est réduite dans l’organisme face à la prise en charge par le 
système immunitaire. De possibles émergences de résistances bactériennes aux 

bactériophages sont susceptibles d’apparaître, et les phages peuvent également contribuer 

au développement de résistances aux antibiotiques. Enfin, la formulation et la stabilisation 

des préparations pharmaceutiques à base de bactériophages est également un 

challenge168,175. 

 

2.2.3. Combinaisons thérapeutiques multi-cibles 

 L’ensemble des stratégies thérapeutiques décrites précédemment présente des 
avantages et des résultats intéressants pour lutter contre les biofilms bactériens. Cependant, 

seules, elles peuvent atteindre diverses limites dans l’éradication complète d’un biofilm. La 
combinaison thérapeutique est une approche permettant de multiplier les cibles et les 

mécanismes d’inhibition dans un biofilm dont l’environnement est hétérogène, où des effets 

synergiques entre molécules peuvent être obtenus tout en limitant leur toxicité et la 

probabilité d’apparition de résistances182. 

La connaissance actuelle et développée sur les biofilms, tant sur l’aspect fondamental 
que sur les différentes stratégies d’inhibition, conduit à revoir l’utilisation clinique des 

antibiotiques. Par exemple, alors que les bactéries se retrouvent protégées dans la matrice 

qui agit comme barrière physique, différentes combinaisons d’antibiotiques avec des enzymes 
de dégradation de la matrice ont été évaluées. L’utilisation d’une métalloprotéase a 
notamment permis de dégrader la matrice de biofilms de S. aureus et d’augmenter 
l’accessibilité de la kanamycine dans des biofilms in vitro, en tuant plus de bactéries que 

lorsqu’elle était utilisée seule183. Egalement, la combinaison entre la DNase I capable de 
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dégrader la matrice de multiples biofilms (S. aureus, E. coli ou encore P. aeruginosa) et certains 

antibiotiques comme la rifampicine, la levofloxacine ou l’ampicilline a permis d’augmenter 

l’activité bactéricide de ces derniers156. D’autres stratégies combinatoires entre antibiotiques 

et agents anti-biofilms comme les peptides antimicrobiens ont été évaluées pour leur 

complémentarité d’action dans la lutte contre les biofilms, permettant de potentialiser leurs 

activités157,184–186. 

Cliniquement, les biofilms sont également multi-espèces et peu d’études ont évalué 
l’efficacité de stratégies thérapeutiques sur de tels biofilms187. Face à la diversité génétique et 

cellulaire des souches bactériennes, la combinaison thérapeutique offre la capacité d’élargir le 
spectre d’activité antibactérien, ciblant ainsi plusieurs populations au sein d’un même biofilm. 

 

2.3. Développement clinique et industriel limité 

 Trouver une stratégie clinique efficace dans le contrôle et l’éradication de biofilms 
représente un réel challenge. Le développement de nouveaux antibiotiques comme de 

thérapies anti-biofilms innovantes présente non seulement des freins cliniques mais 

également industriels et économiques. 

 

2.3.1. Nouveaux antibiotiques 

 De nouveaux antibiotiques, plus adaptés à une action contre les bactéries sous forme 

de biofilms pourrait être une stratégie thérapeutique intéressante. Néanmoins, le contexte 

économique peu attractif dans ce domaine limite les investissements188. Parmi les 18 plus 

importantes compagnies pharmaceutiques, 15 ont abandonné le domaine des 

antibiotiques189. Notamment, les industriels se sont réorientés sur des pathologies chroniques 

incurables comme l’asthme, le diabète ou diverses maladies psychiatriques. Il a par exemple 

été estimé qu’un nouvel antibiotique engendrait un bénéfice de 50 millions $ contre 1 milliard 
$ pour le traitement d’une maladie neuromusculaire. 

Cette différence s’explique par l’apparition de résistances bactériennes dans les dix ans 

suivant la mise sur le marché d’un antibiotique, limitant rapidement son usage (Figure 22). 

Aussi, les antibiotiques récemment mis sur le marché sont généralement mis de côté par les 

médecins et réservés comme traitement de dernier recours lorsqu’une infection présente des 
résistances aux antibiotiques plus classiques, menant à une sous-utilisation des nouveaux 

antibiotiques et à un faible retour sur investissement, à court et long terme, pour les 

entreprises189. En terme de réglementation, l’évaluation et l’approbation de nouveaux 
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antibiotiques s’est également durcie au cours des années par des agences réglementaires 

comme l’US Food and Drug Administration (FDA), résultant dans un nombre limité d’essais 
cliniques et de nouvelles molécules commercialisées189. 

 

 

Figure 22. Relation temporelle entre l’introduction des antibiotiques en clinique et l’apparition de résistances (d’après 
Sierra et al.190) 

 

2.3.2. Thérapies anti-biofilms innovantes 

 Un faible nombre des stratégies anti-biofilms développées depuis quelques décennies, 

et décrites dans ce chapitre, ont été testées chez l’humain144. Alors qu’elles sont très efficaces 
in vitro et in vivo, différents paramètres cliniques et industriels freinent leur développement. 

 Actuellement, une vingtaine d’AMPs seulement parmi les 2600 recensés dans la base 

de données APD se trouvent en développement, allant des essais précliniques aux essais 

cliniques de phase III, pour des applications diverses mais principalement topiques (Figure 

23)190. Certains AMPs sont déjà approuvés par la FDA en tant qu’antibiotiques, comme la 
daptomycine, la teicoplanine ou la vancomycine160. Hormis ces quelques exceptions, les AMPs 

font face à des effets indésirables sévères comme la toxicité cellulaire, l’immunogénicité, 
l’émergence de résistances bactériennes ou une activité hémolytique, limitant leur 
développement clinique160. Egalement, ils présentent généralement une demi-vie courte dans 

la circulation ainsi qu’une efficacité mitigée par rapport aux études in vitro191. Enfin, la 

synthèse peptidique est un processus relativement onéreux et long, constituant un frein pour 

une éventuelle production industrielle144. 



71 
 

 

Figure 23. Pipeline des différents AMPs en cours d’évaluation clinique (adapté de Sierra et al.190) 

 

Au niveau des enzymes de dégradation de la matrice, la Dornase alfa (Pulmozyme®) 

est actuellement l’unique traitement sur le marché qui présente une activité anti-biofilm153. Il 

s’agit d’une DNase recombinante humaine qui a été approuvée par la FDA en 1993 pour le 

traitement de la mucoviscidose192 afin de fluidifier le mucus pulmonaire fortement concentré 

en ADN et favoriser son expectoration. Elle peut par ailleurs altérer l’infection bactérienne en 
dégradant l’ADNe dans les biofilms pulmonaires, rendant les bactéries plus sensibles à l’action 
d’un antibiotique192,193.  

Les inhibiteurs du quorum sensing font l’objet de nombreux dépôts de brevets ces 
dernières années194, mais des essais cliniques doivent encore être menés pour évaluer leur 

efficacité chez l’humain. 

 

Une multitude de stratégies anti-biofilms prometteuses aux modes d’action divers sont 

en cours de développement depuis ces dernières décennies mais très peu ont atteint et validé 

des essais cliniques. Face aux limites rencontrées dans le développement de ces thérapies 

anti-biofilms, d’autres solutions s’offrent pour contrer les phénomènes de récalcitrance des 

bactéries comme l’utilisation de systèmes de délivrance d’antibiotiques. 
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3. LES SYSTEMES DE DELIVRANCE D’ANTIBIOTIQUES 

3.1. Systèmes de délivrance de principes actifs 

3.1.1. Généralités 

Ces dernières décennies, la nanotechnologie s’est extrêmement développée dans le 
monde de la science, affectant la vie de millions de patients. Particulièrement, les systèmes 

de délivrance de principes actifs se positionnent comme un outil pharmacologique 

incontournable pour la formulation et la délivrance de molécules à visée thérapeutique. Alors 

qu’un principe actif présente des propriétés pharmacologiques d’intérêt sur un organisme, 
ses effets biologiques dépendent de la capacité de la molécule à fixer son récepteur 

spécifique, en terme de quantité mais également en terme de localisation au site d’action 
désiré. Un système de délivrance peut délivrer la molécule dans l’espace, en promouvant sa 
pénétration et en ciblant de manière spécifique ou non le tissu d’intérêt, et dans le temps, en 
allongeant sa durée de vie dans l’organisme et en contrôlant sa libération195. Il permet 

également d’augmenter la solubilité de molécules hydrophobes. 

Basée sur une combinaison de billes recouvertes de cire et de graisse (pour une 

libération progressive) et de billes sans revêtement (pour une libération immédiate), 

Spansule® fut en 1952 le premier système à contrôler la cinétique de libération d’un principe 

actif, la dextroamphétamine, sur 12h. Ce système permettait la prise en charge des troubles 

de l’attention et de la narcolepsie, limitant la prise du traitement à 2 fois par jour196,197. Réelle 

révolution dans la formulation des traitements thérapeutiques, il a ouvert la voie au 

développement et à la caractérisation de nouvelles technologies198. Depuis, les systèmes de 

délivrance se sont diversifiés avec le développement d’hydrogels, de particules 
biodégradables polymériques (mise sur le marché de Lupron Depot® en 1989) et lipidiques 

(Doxil®, 1995) ou de revêtements de dispositifs médicaux199–201. 

 

3.1.2. Principaux vecteurs particulaires 

 De nombreux matériaux sont utilisés pour préparer des systèmes de délivrance de 

principes actifs qui peuvent être classés en fonction de leur composition (Figure 24)202. 

Concernant les systèmes à base de matériaux inorganiques, les nanoparticules métalliques 

sont principalement développées. Elles présentent un double intérêt car elles peuvent être 

fonctionnalisés en surface pour la délivrance de molécules d’intérêt et elles possèdent des 

propriétés antibactériennes intrinsèques. Cependant, l’objet de cette thèse porte plus 
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précisément sur les vecteurs à base de matériaux biodégradables. On distingue les systèmes 

à base de lipides comme les liposomes, de ceux à base de polymère comme les nanoparticules.  

 

 

Figure 24. Classification des systèmes de délivrance de principes actifs selon leur composition (adapté de Mahato et al.202) 

 

3.1.2.1. Liposomes 

 Parmi les vecteurs organiques lipidiques, les liposomes sont la classe la plus 

développée dans les systèmes de délivrance, notamment dans les applications biofilms203. 

D’un diamètre allant de 20 nm à 10 µm, ils sont composés d’une ou plusieurs bicouches 
lipidiques à base de phospholipides, cholestérol ou autres lipides dans lesquels se trouve un 

cœur aqueux202. On parle de liposomes unilamellaires, multilamellaires ou oligolamellaires. Il 

existe de nombreuses méthodes pour synthétiser des liposomes comme l’hydratation de film 
lipidique, l’extrusion, la micro-émulsification ou plus récemment par microfluidique204,205.  

Les liposomes présentent de nombreux avantages comme leur capacité à vectoriser 

des molécules de nature différente. En effet, grâce à leur caractère amphiphile, les liposomes 

peuvent vectoriser des molécules hydrophiles chargées dans l’espace aqueux interne, ou des 
molécules hydrophobes piégées à travers la couche de lipides (Figure 25)206. Ils sont dotés 

d’une excellente capacité à pénétrer et diffuser à travers les barrières et tissus pour atteindre 

leur cible. D’ailleurs, la surface des liposomes peut être fonctionnalisée par des ligands pour 
augmenter leur spécificité cellulaire. De nombreux types de molécules peuvent être ajoutées 
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comme des anticorps, des protéines ou des sucres. Ils peuvent également être fusogéniques, 

c’est-à-dire qu’ils présentent la capacité de fusionner avec les membranes cellulaires et 
notamment bactériennes, délivrant directement les antibiotiques ou autres molécules 

encapsulées à l’intérieur de la cellule. Les liposomes, grâce à leur composition en lipides 

similaire à celle de cellules eucaryotes, sont également biodégradables et biocompatibles206. 

 

 

Figure 25. Structure et composition d’un liposome fonctionnalisé (adapté de Sercombe et al.206) 

 

Cependant, les liposomes sont assez peu stables physiquement, sous l’effet de la 
température par exemple, et chimiquement, par hydrolyse de leurs liaisons esters ou par 

oxydation de leurs chaines acyls, limitant leur capacité de stockage en solution et les rendant 

sujets à une dégradation relativement rapide dans l’organisme. Il est toutefois possible de les 

fonctionnaliser en surface par des polymères comme le polyéthylène glycol (PEG) pour limiter 

leur clairance par l’organisme206. Leur faible capacité d’encapsulation de molécules est 

également un frein à leur utilisation pour des applications biofilms où de fortes concentrations 

d’antibiotiques sont requises pour ne pas entrainer l’apparition des phénomènes de 
récalcitrance décrits précédemment203. 

 

3.1.2.2. Nanoparticules polymériques 

Parmi les vecteurs organiques polymériques, les particules constituent l’outil le plus 
étudié devant les micelles et les dendrimères203. Les microparticules sont des systèmes 

colloïdaux sphériques solides avec des tailles allant de 1 à 100 µm tandis que les 
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nanoparticules ont des tailles allant de 1 à 200 nm pour des applications biomédicales202. D’un 
point de vue règlementaire, l’Europe a défini les nanoparticules comme des objets dont la 
moitié, en nombre, a une taille inférieure à 100 nm. Elles peuvent être synthétisées à partir 

de polymères naturels comme le chitosane, l’alginate ou l’acide hyaluronique, mais également 

à partir de polymères synthétiques biodégradables comme l’acide poly-lactique co-glycolique 

(PLGA) ou l’acide poly-lactique (PLA) qui sera utilisé lors de ces travaux de thèse203.  

Les procédés de synthèse des particules à base de PLGA ou de PLA sont variés comme 

la simple ou la double émulsion, la nanoprécipitation, la microfluidique ou encore le spray 

drying207,208. Dépendamment de la méthode de synthèse utilisée, des molécules de nature 

différente peuvent être vectorisées. Par exemple, des molécules hydrophobes peuvent être 

encapsulées lors d’une émulsion simple type huile dans eau, et des molécules hydrophiles lors 

d’une double émulsion eau dans huile dans eau. Les particules peuvent également être 

fonctionnalisées en surface par ajout de molécules comme des ligands de ciblage ou des 

molécules thérapeutiques. Les vecteurs polymériques sont généralement plus stables que les 

liposomes203. De plus, leur capacité d’encapsulation peut atteindre des rendements élevés. En 

revanche, tout comme les liposomes, les nanoparticules peuvent induire des réponses 

immunitaires indésirables puisqu’elles sont sujettes à l’opsonisation et à la prise en charge par 

le système réticulo-endothélial209. 

 

3.2. Apport des systèmes de délivrance dans la lutte anti-

biofilm 

3.2.1. Divers avantages à la vectorisation d’antibiotiques 

 Dotés d’une activité antibactérienne, les agents bactéricides comme les antibiotiques 

sont indispensables pour éradiquer les « pièces maitresses » d’un biofilm. Le recours à des 

systèmes de délivrance d’antibiotiques dans des biofilms permettrait de surmonter les 

problèmes de faible biodisponibilité que nous avons décrits précédemment. De plus, à travers 

leur reformulation avec des systèmes de délivrance, le repositionnement de molécules 

antibiotiques déjà commercialisées, dont la sécurité sanitaire est connue et documentée 

depuis des décennies, est une stratégie permettant le développement rapide de nouveaux 

traitements.  

Ces vecteurs peuvent augmenter la biodisponibilité de l’antibiotique à travers sa 

protection contre la dégradation après administration et l’amélioration de sa biodistribution. 
Ils sont également capables de pénétrer dans des biofilms, de cibler les bactéries et même de 
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fusionner avec leurs membranes pour les liposomes, délivrant l’antibiotique au plus proche 
de son site d’action. Ils peuvent prolonger sa libération, permettant de limiter le nombre 

d’administrations (Figure 26)210. 

 

 

Figure 26. Mécanismes des nanoparticules pour améliorer la délivrance d’un antibiotique (adapté de Xiong et al.210) 

 

3.2.1.1. Protection contre les dégradations 

Les systèmes de délivrance peuvent protéger l’antibiotique encapsulé des 

dégradations enzymatiques ou acidobasiques provenant du biofilm ou de l’organisme hôte, 

et ainsi potentiellement améliorer les paramètres de PD/PK de l’antibiotique195. Une étude 

menée par Nacucchio et al. a ainsi mis en évidence que la piperacilline était protégée de la 

dégradation par une β-lactamase de staphylocoque lorsqu’elle était chargée dans des 
liposomes uni-lamellaires constitués de phosphatidylcholine (PC) et de cholestérol211. Cette 

protection a permis à l’antibiotique d’inhiber la croissance de S. aureus planctonique 

contrairement à la molécule seule en présence de β-lactamase in vitro. Une autre étude a 

permis d’évaluer l’impact de nano-complexes constitués d’acide poly-maléique anhydride-alt-

octadécène sur la protection de l’ampicilline contre une dégradation enzymatique212. Après 

action de la β-lactamase, l’ampicilline était significativement moins dégradée lorsqu’elle était 
formulée dans les nano-complexes, entrainant une activité antibactérienne accrue contre S. 

aureus in vitro. Un effet similaire a également été observé en conditions acides, suggérant la 

protection des antibiotiques dans la matrice relativement acide des biofilms212. 
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3.2.1.2. Biodistribution améliorée 

Les systèmes de délivrance sont capables d’augmenter la biodisponibilité d’un 
antibiotique dans l’organisme en améliorant sa pénétration à travers les différentes barrières 

ou tissus comme ceux du système digestif, du système pulmonaire ou la peau213,214. Par 

exemple, la vancomycine présente une très faible absorption à travers l’intestin, rendant 
impossible son utilisation par voie orale et nécessitant de l’administrer en intraveineuse. Uhl 
et al. ont développés une formulation liposomale à base de vancomycine et se sont intéressés 

à évaluer son administration orale par gavage sur un modèle de rat sain215. La formulation de 

la vancomycine dans des liposomes a permis d’augmenter sa biodisponibilité dans le sang de 
manière significative 1h après administration par rapport à l’antibiotique libre. 

 

3.2.1.3. Pénétration dans les biofilms 

 Alors que certains antibiotiques ne peuvent pas atteindre les bactéries d’un biofilm à 

cause de la barrière physique constituée par la matrice, les vecteurs de principes actifs 

présentent la capacité de pénétrer dans des biofilms216. Liu et al. ont développé des 

nanomicelles d’une centaine de nanomètres à partir d’un mélange de poly(éthylène glycol)-

block-poly(ε-caprolactone) et de poly(ε-caprolactone)-block-poly(β-amino ester) encapsulant 

du triclosan217. Ces vecteurs étaient capables de pénétrer dans les zones les plus profondes 

d’un biofilm de S. aureus malgré une diffusion hétérogène (Figure 27). De plus, l’activité 

bactéricide de l’antibiotique était augmentée par rapport à la molécule seule in vitro. 

 

 

Figure 27. Pénétration de nanomicelles marquées fluorescentes (rouge) dans un biofilm de S. aureus (vert), observée par 

microscopie confocale (adapté de Liu et al.217) 

 

3.2.1.4. Ciblage des bactéries 

 Les systèmes de délivrance peuvent être fonctionnalisés en surface par des ligands afin 

de cibler et promouvoir un contact proche avec les bactéries d’un biofilm, et ainsi délivrer 
l’antibiotique encapsulé au plus proche de sa cible195. Par exemple, une formulation 



78 
 

liposomale a été développée par Robinson et al. en incorporant de la chlorhexidine et du 

triclosan dans des liposomes constitués de dipalmitoylphosphatidylethanolamine (DPPE) et 

DPPC218. Des anticorps anti-Streptococcus oralis obtenus à partir d’un récepteur agglutinine 

présent sur la surface cellulaire de S. oralis ont ensuite été conjugués à la surface des 

liposomes. Un test ELISA a été réalisé pour évaluer l’affinité de l’anticorps anti-S. oralis avec 

diverses bactéries comme Streptococcus gordonii, S. salivarius et S. mutans, où l’anticorps 
s’est lié uniquement à S. oralis218. Par ailleurs, les liposomes sans anticorps interagissaient 

significativement moins avec S. oralis que lorsque l’anticorps était présent à leur surface. Dans 

une autre étude menée par les mêmes auteurs, les immunoliposomes développés ont permis 

d’inhiber la formation de biofilms de S. oralis plus rapidement et à des concentrations plus 

faibles par rapport aux antibiotiques seuls. De plus, les immunoliposomes n’étaient pas plus 
efficaces que les antibiotiques seuls sur d’autres biofilms tels que S. gordonii ou S. salivarius, 

indiquant que le ciblage de l’anticorps est spécifique pour S. oralis219. 

 

3.2.1.5. Fusion avec les membranes bactériennes 

Les liposomes présentent un avantage conséquent dans la délivrance d’antibiotiques 
contrairement aux autres classes de vecteurs. Ils peuvent être fusogéniques et déstabiliser les 

membranes biologiques par fusion, créant des pores et délivrant la molécule qu’ils 
contiennent directement dans le cytoplasme de la bactérie220. Alors que certains 

antibiotiques, comme les glycopeptides, sont inactifs contre les bactéries à Gram négatif à 

cause de leur incapacité à traverser leur membrane externe, l’utilisation de liposomes 
fusogéniques peut contourner cette limitation et élargir le spectre de ces antibiotiques195. 

Nicolosi et al. ont par exemple développé des liposomes unilamellaires capables d’adhérer et 

fusionner avec la membrane externe d’E. coli221. Contrairement à la vancomycine seule ou 

chargée dans des liposomes non fusogéniques, le chargement de l’antibiotique dans les 
liposomes fusogéniques a permis d’induire une activité antibactérienne contre E. coli et 

Acinetobacter baumannii. Fluidosomes™ (Axentis Pharma), un traitement à base de liposomes 

fusogéniques composés des phospholipides DPPC et dimiristoylphosphatidylglycerol (DMPG), 

a d’ailleurs atteint des essais cliniques de phase II dans les années 2000 pour le traitement des 

infections pulmonaires chroniques chez les patients atteints de mucoviscidose. 

 

3.2.1.6. Libération prolongée d’antibiotiques 

L’utilisation clinique des antibiotiques se base sur une stratégie agressive, nécessitant 
de fortes doses maintenues par des administrations fréquentes et sur de longues durées. La 
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libération prolongée d’un antibiotique dans un biofilm par un vecteur permet non seulement 

un temps de contact prolongé entre le biofilm et l’agent antimicrobien augmentant l’effet de 
ce dernier, mais également de limiter la fréquence d’administration et les problèmes de 

toxicité associés aux antibiotiques195,210,222. Par exemple, des nanoparticules de PLGA ont 

libéré progressivement de la gentamicine sur 16 jours in vitro et la formulation a permis de 

réduire drastiquement la charge bactérienne de biofilms de P. aeruginosa par rapport à 

l’antibiotique seul223. Sur un modèle murin d’infection péritonéale par P. aeruginosa, alors 

que l’antibiotique seul a permis de réduire la charge bactérienne pendant 48h, la formulation 
particulaire était toujours efficace 96h après injection223. 

 Cette libération prolongée peut également être intéressante en prévention d’une 
infection bactérienne, notamment dans le cas d’opérations chirurgicales visant à poser un 

dispositif médical195. Une formulation d’oxacilline à base de liposomes et d’un conjugué 
cholestérol alendronate-tri(ethyleneglycol) a été développée par l’équipe du Dr Wang à 
l’université du Nebraska224. Elle a démontré sa capacité à se fixer rapidement à de 

l’hydroxyapatite, matériau couramment utilisé pour les prothèses orthopédiques, suggérant 
la possibilité d’imprégner un dispositif juste avant chirurgie avec une telle formulation. Les 
liposomes ont également entrainé la libération progressive de l’oxacilline sur 6h et ont inhibé 
l’adhésion de S. aureus sur l’hydroxyapatite. 

 

En ayant un impact significatif à toutes les étapes de délivrance d’un antibiotique, de 
son injection dans un organisme à l’atteinte de sa cible, et en prolongeant son effet dans la 
durée, les systèmes de délivrance sont un outil précieux pour contourner les problèmes 

rencontrés par les antibiotiques dans l’éradication des biofilms bactériens. 

 

3.2.2. Combinaisons et co-délivrance d’antibiotiques et 

d’agents anti-biofilms 

 L’utilisation de systèmes de délivrance d’antibiotiques dans la lutte anti-biofilm peut 

être complétée et améliorée avec l’ajout d’agents anti-biofilms ou d’autres antibiotiques. En 
effet, alors que les combinaisons thérapeutiques présentées en § 2.2.3 permettent 

d’intervenir à des niveaux différents sur le biofilm en multipliant les modes d’action, 
l’utilisation de vecteurs en combinaison ou pour la co-délivrance de ces principes actifs semble 

être une stratégie remarquable pour potentialiser leurs effets dans l’éradication de 
biofilms214. 
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La co-délivrance entre un antibiotique encapsulé dans des particules et une enzyme de 

dégradation de la matrice montre un intérêt grandissant ces dernières années, permettant à 

l’antibiotique de mieux pénétrer dans un biofilm et atteindre les bactéries les plus 

profondes195,225–229. En 2015, Baelo et al. ont développé une formulation à base de 

nanoparticules de PLGA encapsulant de la ciprofloxacine et fonctionnalisées en surface par de 

la DNase I226. Par rapport aux nanoparticules encapsulant de la ciprofloxacine seulement, la 

fonctionnalisation de la DNase I sur les nanoparticules a permis d’éradiquer plus fortement et 
plus rapidement des biofilms de P. aeruginosa in vitro, suggérant que l’activité de dégradation 
de la matrice par la DNase I permettait aux particules de délivrer la ciprofloxacine plus 

efficacement aux bactéries du biofilm. De même, Tasia et al. ont très récemment développé 

une formulation à base de nanoparticules mésoporeuses de silice (MSN) chargée avec des 

nanoparticules d’argent et de la DNase I pour le traitement de biofilms d’E. coli et de S. 

mutans227. L’effet anti-biofilm des nanoparticules d’argent délivrées par les nanoparticules 
mésoporeuses de silice a été augmenté contre les deux types de biofilms grâce à la dispersion 

de la biomasse des biofilms par la DNase I in vitro (Figure 28).  

 

 

Figure 28. Illustration de la formulation développée par Tasia et al. et son effet sur des biofilms (d’après Tasia et al.227) 

 

L’apport de la DNase I dans le traitement de nanoparticules chargées en antibiotiques 

a également été démontré récemment in vivo sur un modèle de brûlure infectée chez le rat228. 

Un gel de chitosane chargé avec des nanoparticules lipidiques solides encapsulant de la 

sulfadiazine a été supplémenté avec de la DNase I et a permis de guérir complètement la plaie 

après 21 jours contrairement aux traitements sans DNase I (Figure 29). L’effet de 

nanoparticules polymériques encapsulant de la tobramycine et fonctionnalisées par de la 

dornase alfa (Pulmozyme®), DNase recombinante humaine commercialisée pour le traitement 

de la mucoviscidose (§ 2.3.2), a été évalué pour l’éradication des infections bactériennes 
associées à cette pathologie229. Les particules fonctionnalisées par la dornase alfa ont 

démontré une meilleure pénétration dans des expectorations de patients atteints de 

mucoviscidose ainsi qu’une meilleure efficacité dans l’éradication des biofilms de P. 
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aeruginosa présents dans ces expectorations, par rapport aux particules encapsulant de la 

tobramycine seule ou supplémentée par de la dornase alfa en solution. 

 

 

Figure 29. Etat de guérison de la brûlure infectée de rats après 21 jours de traitement (adapté de Patel et al.228) 

 

3.3. Optimisation des propriétés physicochimiques des 

systèmes de délivrance 

 Les propriétés physicochimiques des systèmes de délivrance jouent un rôle crucial 

dans leur comportement avec les biofilms bactériens, que ce soit pour leur transport, leur 

interaction, leur pénétration et leur rétention dans ces biofilms230. Il est donc nécessaire 

d’optimiser le design de ces vecteurs pour que leur fonctionnalité soit optimale dans la 

délivrance des antibiotiques qu’ils contiennent. Trois aspects sont déterminants dans ce 

design : la composition, la taille et la surface de ces vecteurs particulaires220. 

 

3.3.1. Composition appropriée au microenvironnement 

des biofilms 

 La libération du contenu des vecteurs est un point clé dans l’efficacité anti-biofilm. 

Certaines formulations sont dites smart ou responsive et se basent sur une composition 

spécifique permettant de libérer leur contenu sous l’impulsion de stimuli internes comme le 
pH, la présence d’enzymes ou de sucres, ou par des stimuli externes comme la température 

ou la lumière217,231–233. Un exemple typique pour une application biofilm est celui du pH ou 

des enzymes. Comme les biofilms bactériens peuvent atteindre un environnement 

relativement acide proche de 5 et que la matrice est composée d’une multitude d’enzymes 
bactériennes, l’utilisation d’un tel système permettrait de délivrer les molécules actives 

principalement au niveau du site d’infection. Chen et al. ont récemment développé des 



82 
 

micelles hybrides à partir de deux co-polymères amphiphiliques à base de résidus poly-

aspartamides et contenant de l’azythromycine234. Elles ont ensuite été fonctionnalisées en 

surface avec une seconde molécule active, la cis-aconityl-D-tyrosine. Sous l’effet d’une 
diminution du pH de 7.4 à 5.5, la tyrosine est libérée des micelles et est capable de disperser 

la matrice du biofilm (Figure 30). Les micelles subissent alors une diminution de leur diamètre 

et leur charge de surface est inversée, permettant de mieux pénétrer le biofilm et d’interagir 

avec les parois bactériennes. Sous l’action d’une lipase, les micelles sont alors désintégrées, 

libérant leur contenu en azythromycine au plus proche des bactéries du biofilm234.  

 

 

Figure 30. Principe des micelles sensibles au pH acide et aux lipases développées par Chen et al. (adapté de Chen et al.234) 

 

3.3.2. Taille adaptée à la pénétration des biofilms 

 La taille des systèmes de délivrance est un paramètre essentiel pour que ces derniers 

pénètrent efficacement et que les antibiotiques qu’ils contiennent atteignent les bactéries 

dans l’ensemble d’un biofilm. Afin de pénétrer au sein d’un biofilm, le diamètre des vecteurs 
ne doit pas dépasser les dimensions des canaux d’eau par lesquels ils circulent, variant d’une 
dizaine de nanomètres à quelques microns pour les plus grands220. Des particules de 

polystyrène et des liposomes d’un diamètre allant jusqu’à 130 nm ont notamment démontré 
une capacité maximale de pénétration au sein de biofilms de P. aeruginosa et de Burkholderia 

multivorians d’après une étude réalisée par Forier et al. avec des vecteurs allant de 3 à 550 

nm235. En revanche, seulement les particules d’un diamètre inférieur à 50 nm sont capables 
de pénétrer à l’intérieur des bactéries à travers leur paroi, comme c’est le cas des 
nanoparticules métalliques222. 

Ce cut-off de taille pour la pénétration de vecteurs dans les biofilms a également été 

confirmé récemment dans une revue de Liu et al., ajoutant qu’avec des particules de 130 nm, 
elles peuvent circuler plus longtemps dans l’organisme avant leur clairance220. Les particules 
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d’un diamètre inférieur à 5 nm, en revanche, sont rapidement prises en charge de façon 

aspécifique par l’organisme hôte et peuvent facilement pénétrer dans les tissus, produisant 

des espèces réactives de l’oxygène et entrainant la mort cellulaire. Concernant les particules 

d’un diamètre supérieur à 500 nm, elles peuvent rapidement activer le système du 

complément et être opsonisées. Liu et al. ont alors conclu qu’un diamètre de particules autour 

de 100-200 nm était optimal pour le contrôle des infections à biofilms220. La revue récemment 

publiée par Rizvi et al. a également confirmé ces dimensions213. 

 

3.3.3. Surface optimisée pour l’accumulation dans les 

biofilms 

 Les propriétés de surface des systèmes de délivrance sont un paramètre clé pour 

optimiser la délivrance d’un antibiotique. Contrairement aux moyens de ciblage spécifique 
présentés en § 3.2.1.4 par fonctionnalisation de la surface à l’aide d’anticorps, les propriétés 
physico-chimiques de surface des vecteurs peuvent permettre un ciblage passif195. Les 

liposomes et les nanoparticules cationiques peuvent, à travers des interactions 

électrostatiques, cibler de manière passive la membrane chargée négativement des bactéries 

ou les macromolécules anioniques de la matrice des biofilms comme des polysaccharides et 

l’ADNe195,222. Radovic-Moreno et al. ont par exemple développé des nanoparticules de PLGA 

fonctionnalisées avec du PEG et un peptide cationique, la polyhistidine, capables d’interagir 

avec des bactéries de type S. aureus et E. coli51. Les vecteurs peuvent alors s’accumuler et être 
retenus dans le biofilm malgré des lavages comme cela a été démontré par Rozembaum et al. 

à l’aide de dendrons présentant des groupements amines NH3
+ dans des biofilms de P. 

aeruginosa236. Prolongeant leur temps de contact et servant de dépôt pour la libération 

progressive des antibiotiques encapsulés, cet effet peut donc avoir des conséquences 

importantes sur l’efficacité thérapeutique du traitement administré195,237. Hasan et al. ont 

d’ailleurs démontré cet effet par l’interaction de particules de PLGA encapsulant de la 
clindamycine et fonctionnalisées en surface par de la polyethylenimine, polymère cationique, 

avec des bactéries S. aureus planctoniques238. Après plusieurs lavages, les particules étaient 

toujours retenues, délivrant progressivement des concentrations antibiotiques efficaces 

contrairement à la clindamycine seule entièrement lavée. 

 Les propriétés de surface des systèmes de délivrance doivent également être 

considérées vis-à-vis de la clairance de l’organisme dans le cas d’administrations systémiques. 
Les particules chargées positivement ne peuvent par exemple pas être administrées dans la 

circulation sanguine afin de ne pas se lier à des protéines telles que les opsonines et entrainer 

leur élimination rapide, ou être internalisées dans les cellules de l’organisme et causer des 
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dommages cellulaires mortels220,239,240. Par ailleurs, alors que les nanoparticules hydrophobes 

comme celles à base de PLGA ou de PLA ont le plus de chance d’être éliminées à cause de plus 
fortes liaisons avec les composants du sang, elles peuvent être recouvertes de polymères 

hydrophiles tels que du PEG, les rendant plus furtives et moins détectables213,220. C’est 
notamment le principe de la technologie développée par Radovic-Moreno et al. avec les 

nanoparticules de PLGA fonctionnalisées par du PEG et de la polyhistidine (PLH)51. A pH 

physiologique, ces particules sont chargées négativement et recouvertes de PEG, elles 

peuvent alors être envisagées pour une administration systémique à travers la circulation 

sanguine sans interagir avec les cellules humaines. A pH acide, comme celui des biofilms 

bactériens, la PLH se protone et les particules deviennent positivement chargées, permettant 

leur interaction avec les bactéries et leur accumulation dans les biofilms (Figure 31). 

 

 
Figure 31. Principe du ciblage charge-dépendant des particules développées par Radovic-Moreno et al.51 sous l’effet du pH 

 

3.4. Développement clinique et industriel limité 

3.4.1. Formulations anti-biofilms en essais cliniques et sur 

le marché 

Plusieurs formulations liposomales pour le traitement des biofilms sont en phase de 

développement clinique. Il n’existe cependant, à ce jour, aucune formulation à base de 

particules polymériques sur le marché ou en cours d’essais cliniques pour traiter les infections 
à biofilms203. Précisément, 4 formulations liposomales sont déjà sur le marché pour le 

traitement de biofilms fongiques chez des patients immunodéprimés. Il s’agit d’Abelcet® 

développé par la firme Sigma-Tau PharmaSource (Etats-Unis), Amphotec® de Ben Venue 

Laboratories (Etats-Unis), AmBisome® d’Astellas (Etats-Unis) et Fungisome® de Lifecare 
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Innovations (Etats-Unis)129,195. Toutes ces formulations consistent en des liposomes 

encapsulant de l’amphotéricine B, un antifongique capable d’éradiquer des biofilms de 

Candida albicans241.  

Pour le traitement des biofilms bactériens, il existe depuis très récemment sur le 

marché la première formulation utilisant un système de délivrance. Arikayce®, formulation 

liposomale à base de DPPC et de cholestérol chargée en amikacine est développée par la firme 

Insmed (Etats-Unis). Son utilisation par nébulisation pour le traitement des infections 

pulmonaires causées par un groupe de bactéries regroupées sous le terme de complexe 

Mycobacterium avium chez des patients adultes en impasse thérapeutique, a été approuvée 

par la FDA à la fin d’année 2018242. Ce traitement a notamment démontré sa capacité à retenir 

l’amikacine dans les voies pulmonaires, à pénétrer dans des biofilms mycobactériens ainsi 

qu’à réduire la viabilité bactérienne de manière dose-dépendante rapport au traitement non 

formulé243. Son utilisation par nébulisation pour le traitement des infections pulmonaires à P. 

aeruginosa chez des patients atteints de mucoviscidose est actuellement en cours de 

développement. Un essai clinique de phase III a notamment démontré son efficacité par 

rapport à un traitement standard de tobramycine non formulée244. 

D’autres formulations liposomales sont également en cours d’essais cliniques comme 
Pulmaquin™ et Lipoquin™ développés par Aradigm (Etats-Unis). Il s’agit de formulations 
liposomales nébulisables encapsulant de la ciprofloxacine pour le traitement de patients 

souffrant de bronchiectasie associée à des infections pulmonaires chroniques à P. aeruginosa 

(non liée à la mucoviscidose)245. Deux essais cliniques de phase III (ORBIT-3 et ORBIT-4) ont 

été menés entre 2014 et 2015 pour évaluer l’apport de Pulmaquin™ par rapport à un placebo. 
L’efficacité du traitement a été évaluée en mesurant l’apparition d’une première exacerbation 
pulmonaire chez les patients inclus dans les essais cliniques. Alors que l’un des deux essais a 
donné une différence significative dans la durée d’apparition de cette exacerbation entre les 
patients ayant reçu le traitement et les patients ayant reçu le placebo, la différence mesurée 

pour le second essai n’était pas significative246. Peu d’informations supplémentaires sont 
disponibles depuis ces essais. 

Développée par Axentis Pharma, Fluidosomes™ présentée en § 3.2.1.5 est une 

formulation à base de liposomes fusogéniques composés des phospholipides DPPC et DMPG 

et encapsulant la tobramycine pour le traitement de patients atteints de mucoviscidose 

présentant des infections pulmonaires chroniques à P. aeruginosa. Après avoir suivi un essai 

clinique de phase II dans les années 2000, plus aucune information n’est disponible sur les 
avancées de ce traitement247. Il en est de même pour MiKasome, une formulation liposomale 

encapsulant de l’amikacine pour le traitement des infections du tractus urinaire dont le 
développement a été stoppé après un essai clinique de phase II195. 
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3.4.2. Points limitants le développement des systèmes de 

délivrance 

 Alors que de nombreuses formulations ont été développées et étudiées à travers le 

monde, la très grande majorité d’entre elles restent bloquées à l’étape de recherche 
préclinique. 

Les principaux challenges associés à leur translation clinique sont de l’ordre biologique 
comme leur toxicité à court et long terme et le manque de compréhension de leur 

mécanismes sous-jacents (mode d’action, devenir dans l’organisme et élimination)203,248. Bien 

que les matériaux utilisés dans le développement de systèmes de délivrance soient pour la 

plupart biocompatibles et même pour certains approuvés par la FDA pour d’autres 
applications (comme le PLGA et le PLA), le design des particules et leur toxicité sur des cellules 

eucaryotes sont des facteurs qui doivent être évalués avant même des études in vivo249. De 

plus, le manque d’études pertinentes in vivo sur des modèles animaux appropriés dressent un 

frein au développement de ces systèmes195. 

Les points limitants sont également d’ordre réglementaire comme la complexité de la 

propriété intellectuelle des systèmes développés mais également de la réglementation 

associée aux nanoparticules203. Il existe par exemple un manque de guidelines spécifiques au 

développement de nanotechnologies par les autorités réglementaires compétentes comme la 

FDA250. De plus, la définition et la réglementation spécifique associée aux « nano » 

technologies, regroupant les particules ayant un diamètre inférieur à 100 nm, freinent 

considérablement leur développement251.  

L’aspect industriel dans le développement de formulations particulaires est également 

problématique. Le scale up de leur production implique notamment des problèmes de 

faisabilité à large échelle ainsi que de capacité à être reproductible et économiquement 

envisageable alors que les traitements antibiotiques sont traditionnellement assez peu chers. 

Le contrôle qualité est également un obstacle pour la caractérisation de ces traitements 

produits à échelle industrielle face à des formulations potentiellement complexes203,248. La 

faible stabilité physique et chimique comme celle des liposomes peut également être un frein 

dans leur stockage ainsi que dans le choix des moyens de stérilisation à grande échelle. 

Ainsi, le procédé de synthèse et le design des systèmes de délivrance doivent être 

finement considérés pour permettre leur développement clinique et industriel, en réduisant 

au maximum les points limitants, les coûts et les temps de développement associés. 
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4. PROJET ET OBJECTIFS 

Les systèmes de délivrance de principes actifs sont un outil remarquable pour 

permettre aux antibiotiques de potentialiser leur effet et contourner les phénomènes de 

récalcitrance bactérienne. Le design de ces vecteurs doit cependant être finement optimisé 

pour permettre d’aboutir à un traitement efficace. De plus, les agents anti-biofilms, aussi 

divers par leur nombre que par leurs mode d’actions, se positionnent comme une stratégie 

prometteuse en combinaison avec un vecteur d’antibiotique dans la lutte contre les biofilms 

comme ils sont capables de cibler les mécanismes spécifiques associés au mode de vie en 

biofilms et de sensibiliser les bactéries à l’action des antibiotiques. 

Adjuvatis, startup en biotechnologies dirigée par le Dr Charlotte Primard, développe la 

technologie i-Particles® issue de 15 années de recherche et développement dans l’équipe du 
Dr Bernard Verrier (actuellement LBTI – UMR CNRS 5305). Il s’agit de nanoparticules à base 

de PLA, polymère biodégradable et biocompatible, présentant une forte stabilité dans le 

temps et synthétisées par un procédé de nanoprécipitation ne nécessitant pas l’utilisation de 
surfactants et d’agents stabilisants. Des immuno-modulateurs, des anti-oxydants, des 

fluorophores et d’autres biomolécules ont déjà été encapsulées dans ces particules 

submicroniques. Dans ce contexte, ce travail de thèse CIFRE a pour objectif de développer une 

thérapie combinatoire à base d’agents anti-biofilms et d’i-Particles® pour la délivrance 

d’antibiotiques contre des biofilms bactériens (Figure 32), en mettant au point une 

formulation antibiotique à base d’i-Particles® et en évaluant l’efficacité de cette formulation 

en combinaison avec un agent anti-biofilm sur un modèle bactérien in vitro ainsi que sur un 

modèle in vivo de souris. Il permet également d’apporter une expertise sur les biofilms, 
nouvelle pour Adjuvatis et le LBTI. 

 

 

Figure 32. Combinaison thérapeutique développée à base d’i-Particles® 
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Ce projet s’est donc axé sur trois objectifs principaux : 

- Le premier objectif a consisté à développer des formulations d’antibiotiques ou 

d’agents anti-biofilms avec les i-Particles®. Pour cela, trois antibiotiques ont été identifiés et 

sélectionnés pour leurs critères physico-chimiques favorisant a priori leur encapsulation dans 

les i-Particles®, ainsi que pour leurs propriétés antibiotiques à large spectre. Le procédé de 

formulation a été adapté à ces agents pour produire des systèmes particulaires stables et 

hautement concentrés en antibiotiques. La charge de surface a également fait l’objet d’un 
travail de formulation pour disposer de particules chargées négativement (nues) et 

positivement (recouvertes d’un peptide cationique). 
- Dans le second objectif, l’impact de la charge de surface des formulations antibiotiques 

développées a été évalué sur des biofilms bactériens in vitro, au travers de leur capacité à 

interagir avec les bactéries planctoniques, à s’accumuler dans les biofilms et à pouvoir délivrer 

progressivement des concentrations antibiotiques efficaces. L’apport d’un agent anti-biofilm 

en combinaison avec cette formulation antibiotique a également été évalué in vitro pour sa 

capacité à inhiber la formation d’un biofilm ainsi qu’à détacher et éradiquer un biofilm établi. 

- Le troisième objectif a été d’évaluer l’efficacité de cette thérapie combinatoire sur un 
modèle in vivo de souris présentant un dispositif médical infecté par des biofilms bactériens 

en sous-cutané. Cette étude n’a pas pu être menée à son terme à cause de la suspension des 

travaux lors du confinement lié au Covid-19, et constitue ainsi la principale perspective de ce 

travail. 
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1. DEVELOPPEMENT DE FORMULATIONS 

ANTIBIOTIQUES ET ANTI-BIOFILMS A BASE D’I-

PARTICLES® 

 

1.1. Chargement d’antibiotiques dans les i-Particles® 

Les nanoparticules (NP) se positionnent comme un système de délivrance 

d’antibiotiques prometteur pour surmonter les phénomènes de récalcitrance bactérienne 

rencontrés sous le mode de vie en biofilm, responsable de l’échec clinique des 
antibiothérapies226,252,253. Particulièrement, les i-Particles® développées chez Adjuvatis sont 

composées d’acide poly-lactique (PLA), polymère biodégradable et biocompatible, et ont un 

diamètre autour de 100-200 nm, optimal pour pénétrer un biofilm et atteindre l’ensemble des 
bactéries213,220,235. Elles sont également stables d’un point de vue colloïdal, caractéristique 
fondamentale pour leur capacité de stockage et leur rôle de vecteur dans un organisme203.  

La synthèse des i-Particles® est réalisée par nanoprécipitation en coulant une phase 

organique contenant le polymère et le principe actif dissouts, dans une phase aqueuse dans 

lesquels ils sont insolubles (Figure 33). Le chargement d’antibiotiques au cœur des i-Particles® 

est ainsi limité aux molécules hydrophobes. Les solvants sont ensuite éliminés par évaporation 

sous pression réduite, permettant d’obtenir une suspension colloïdale de NP dans une 

solution aqueuse. 

 

 

Figure 33. Schéma de nanoprécipitation et de chargement de molécules dans les i-Particles® 
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Alors que la plupart des antibiotiques disponibles sont des molécules hydrophiles et 

chargées, trois d’entre eux présentant un intérêt biologique dans la lutte contre les biofilms 
bactériens, et susceptibles d’être chargés dans les i-Particles®, ont été sélectionnés. Il s’agit 
de la clarithromycine, de la levofloxacine et de la rifampicine (Tableau 1). 

 

 

Tableau 1. Caractéristiques des antibiotiques sélectionnés pour leur formulation dans des i-Particles® 

 

L’objet de ce chapitre est de décrire les stratégies de synthèse développées pour 

produire des formulations avec chacun de ces antibiotiques dans les i-Particles®. 

 

1.1.1. Chargement de la clarithromycine 

La clarithromycine (CLR) est un antibiotique à large spectre de la famille des macrolides. 

Elle est couramment utilisée en clinique, comme dans le cas d’infections de l’estomac à 
Helicobacter pylori, mais également pour des infections pulmonaires atypiques à Chlamydia 

pneumoniae ou autres infections pulmonaires et cutanées. La CLR est capable de pénétrer la 

paroi bactérienne et d’inhiber la synthèse protéique en se liant à l’ARN 23S de la sous-unité 

ribosomale 50S des bactéries, bloquant la translocation des acides aminés lors de la 

traduction. Généralement bactériostatique, son activité bactéricide a été démontrée sur de 

nombreuses souches bactériennes comme Actinobacillus actinomycetemcomitans, 

Haemophilus influenzae, Streptococcus pneumoniae ou encore Streptococcus pyogenes254–256. 
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Son faible poids moléculaire et sa très faible solubilité dans l’eau en font un candidat 
intéressant pour être chargé dans des i-Particles®. Différentes formulations ont été préparées, 

puis elles ont été caractérisées pour leurs propriétés physico-chimiques et le taux de 

chargement en principe actif a été quantifié. 

En absence de principe actif, la technique de nanoprécipitation développée chez 

Adjuvatis résulte en une suspension blanche et homogène (Tableau 2).  Les NP ont un 

diamètre hydrodynamique moyen d’environ 170 nm et un indice de polydispersité faible (IP < 

0,1) caractéristique d’une population homogène en taille. Une charge de surface très négative, 
caractérisée par un potentiel zêta de près de -50 mV, est conférée par les fonctions 

carboxyliques en bout de chaine du PLA composant les NP. Ces fonctions ayant une certaine 

affinité pour l’environnement aqueux sont probablement exposées en surface des NP et sont 
chargées négativement au pH de la solution (pKa de 3,9). En l’absence de tensio-actif pour 

stabiliser les NP, ces répulsions électrostatiques fortes assurent une stabilité colloïdale 

pendant plusieurs mois. 

 

Composition phase 

aqueuse 

Taux de chargement 

théorique (%) 
Aspect 

Diamètre 

(nm) 
IP 

Potentiel 

zêta (mV) 
pH Stabilité (4°C) 

Eau 0 Homogène 168 ± 2 0,05 ± 0,01 - 48 ± 2 5,5 Plusieurs mois 

Bicarbonate 5 mM 0 Homogène 118 ± 1 0,07 ± 0,01 - 55 ± 1 8,5 Plusieurs mois 

Eau 1 Agrégats - - - 5,5 - 

Bicarbonate 5 mM 1 Homogène 116 ± 1 0,10 ± 0,01 - 34 ± 4 8,5 Plusieurs mois 

Tableau 2. Caractéristiques physico-chimiques de NP et de NP chargées en CLR en fonction de la phase aqueuse utilisée lors 

de la nanoprécipitation (eau purifiée ou solution de bicarbonate de sodium/carbonate de sodium 5 mM) et du taux de 

chargement en CLR 

Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot représentatif d’au moins deux lots 

indépendants. 

 

 La formulation de la CLR à 1% de taux de chargement théorique (correspondant à la 

masse de CLR par rapport à la masse de PLA) dans les NP, réalisée dans les conditions 

standards de synthèse décrites précédemment, conduit à la formation d’agrégats 
immédiatement après évaporation des solvants (Figure 34). Il s’agit probablement d’un 
phénomène d’agrégation entre la CLR, présentant une charge positive au pH 5,5 par son 

groupement amine tertiaire (pKa de 8,8)257, et les charges négatives des NP. Pour limiter ces 

interactions électrostatiques, la production de NP a été réalisée à pH à 8,5, en remplaçant 

l’eau contenue dans la phase aqueuse par une solution de bicarbonate de sodium/carbonate 
de sodium à 5 mM. La suspension finale est alors homogène (Figure 34), et les NP chargées en 
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CLR (NP-CLR) ont des caractéristiques physico-chimiques similaires aux NP sans principe actif 

et synthétisées à pH 8,5, se traduisant notamment par un diamètre plus petit, d’environ 120 

nm (Tableau 2). 

 

     

Figure 34. Photographies de la suspension de NP-CLR avec un taux de chargement de 1% montrant l’aspect obtenu après 

évaporation des solvants lorsque la phase aqueuse est composée d’eau (à gauche) ou de bicarbonate 5 mM (à droite) 

 

 La suspension de NP-CLR à 1% de taux de chargement suit une distribution normale de 

la taille des NP (Figure 35). De plus, l’analyse morphologique des NP-CLR par microscopie 

électronique à balayage a confirmé que les NP de forme sphérique suivent une distribution 

étroite en taille traduisant l’homogénéité en taille des NP. Elles sont également stables 
plusieurs mois lorsqu’elles sont stockées à 4°C.  

 

 

Figure 35. Distribution normale de la taille (en intensité) de NP-CLR possédant un taux de chargement théorique de 1% 

Acquisitions obtenues au Malvern par diffusion dynamique de la lumière. Les courbes représentent quatre mesures 

indépendantes d’un même lot. Micrographies de NP-CLR à 1% à t=0 et après 2 mois de stockage à 4°C, obtenues par 

microscopie électronique à balayage. 
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Des NP-CLR ont alors été synthétisées dans des solutions de bicarbonate de 

sodium/carbonate de sodium 5 mM avec des taux de chargement théoriques croissants et ont 

été caractérisées comme précédemment pour leurs propriétés colloïdales (Tableau 3). Leur 

stabilité dans le temps à 4°C a également été suivie en réalisant des analyses similaires. 

Lorsque le taux de chargement en CLR augmente, le diamètre hydrodynamique des particules 

tend à diminuer légèrement et l’indice de polydispersité reste faible. Cependant, les NP-CLR 

de 2 à 5% sont peu stables et agrègent fortement avant 72h de stockage à 4°C. A partir de 6% 

de taux de chargement, de gros agrégats ont été observés immédiatement après évaporation 

des solvants. Le taux et l’efficacité de chargement ont été mesurés par HPLC-UV en quantifiant 

la CLR dans la fraction totale, et dans les fractions libre et encapsulé après séparation par 

centrifugation des NP. Seule la suspension de NP-CLR chargée à 1% a pu être précisément 

quantifiée, la présence d’agrégats de CLR dans les autres suspensions ayant gêné ce processus. 

Son efficacité de chargement (quantité de CLR chargée dans les NP par rapport à la quantité 

totale de CLR) est de 61% et son taux de chargement réel (quantité de CLR chargée dans les 

NP par rapport à la quantité de NP de PLA) de 0,6%. 

 

Taux de chargement 

théorique (%) 
Aspect 

Diamètre 

(nm) 
IP 

Potentiel zêta 

(mV) 
Stabilité (4°C) 

Efficacité de 

chargement (%) 

1 Homogène 116 ± 1 0,10 ± 0,01 - 34 ± 4 Plusieurs mois 61 ± 4 

2 Légers agrégats 102 ± 3 0,11 ± 0,03 - 37 ± 4 < 72h - 

5 Légers agrégats 94 ± 1 0,11 ± 0,02 - 51 ± 1 < 72h - 

6 Gros agrégats - - - - - 

10 Gros agrégats - - - - 
- 

Tableau 3. Caractéristiques physico-chimiques de NP-CLR à des taux de chargement croissants (bicarbonate à 5 mM) 

Quantification de CLR par dosage en HPLC-UV des fractions totales, chargées et libres. Les valeurs sont les moyennes ± 

l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. 

 

Cette étude a permis de développer une technique de nanoprécipitation adaptée au 

chargement de la clarithromycine dans des NP de PLA, en neutralisant sa charge cationique 

par augmentation du pH de la phase aqueuse. Cependant, nous n’avons pas réussi à produire 

des lots de NP associées à de fortes doses de CLR, sans qu’elles soient déstabilisées en moins 
de trois jours. Ces formulations ne sont, en l’état, pas exploitables pour des évaluations 
d’efficacité ou comme traitement antibiotique. 
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1.1.2. Formulation de la levofloxacine 

La levofloxacine (LVX) est un antibiotique appartenant à la famille des 

fluoroquinolones. Elle est notamment utilisée dans le cas de pneumopathies, d’infections 
urinaires, dans certaines infections gastriques ainsi que pour traiter la tuberculose. Elle bloque 

la réplication bactérienne en inhibant l’ADN gyrase ainsi que la topoisomérase IV impliquées 
dans le surenroulement et la séparation de l’ADN. L’inhibition de ce processus vital conduit à 
la mort bactérienne, faisant de cette molécule un antibiotique bactéricide. Son activité est 

efficace à large spectre, autant sur des bactéries Gram négatif comme Acinetobacter 

baumannii, E. coli, H. influenzae ou P. aeruginosa, que sur des bactéries Gram positif comme 

E. faecalis, S. aureus ou S. pneumoniae. Malgré une solubilité modérée dans l’eau, son logP de 
2,1 ainsi que sa petite taille (361 Da) en font un antibiotique adapté au procédé de 

nanoprécipitation. Différentes formulations ont été développées et caractérisées pour leurs 

propriétés colloïdales et leur taux de chargement. 

En suivant le protocole standard de synthèse, les NP-LVX ont immédiatement agrégé 

après évaporation des solvants (Tableau 4). De même qu’avec la CLR, il s’agirait d’une 
agrégation des NP due au pH relativement acide de la phase aqueuse (pH 5,5). Des interactions 

électrostatiques pourraient exister entre les charges négatives des NP et les charges 

cationiques de la LVX dont le pKa de l’amine du cycle piperazine est de 7,9258. Une stratégie 

similaire à la CLR a été suivie pour la synthèse des NP-LVX, en remplaçant l’eau de la phase 
aqueuse par une solution de bicarbonate de sodium/carbonate de sodium à plusieurs 

concentrations molaires (de 0,5 mM à 50 mM).  

 

[Bicarbonate] 

(mM) 
Aspect 

Diamètre 

(nm) 
IP pH Stabilité (4°C) 

Efficacité de 

chargement (%) 

Taux de chargement 

réel (%) 

0 Agrégats - - 5,5 - - - 

0,5 Homogène 150 ± 1 0,07 ± 0,01  7,5 Quelques heures 33 ± 2 0,60 ± 0,1 

5 Homogène 114 ± 1 0,06 ± 0,02 8,5 Plusieurs mois 25 ± 2 0,50 ± 0,1 

50 Homogène 103 ± 2 0,06 ± 0,01 9,5 Plusieurs mois 2 ± 1 0,04 ± 0,01 

Tableau 4. Caractéristiques physico-chimiques de NP-LVX avec des concentrations croissantes de bicarbonate de 

sodium/carbonate de sodium dans la phase aqueuse de nanoprécipitation (taux de chargement théorique de LVX à 2%) 

Quantification de LVX par dosage en spectrophotométrie-UV des fractions totales, chargées et libres. Les valeurs sont les 

moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. 

 

Lors de la synthèse des NP-LVX, lorsqu’on augmente la concentration du tampon 
bicarbonate composant la phase aqueuse, le pH des suspensions augmente ainsi que leur 

stabilité. En revanche, le diamètre des NP produites diminue ainsi que l’efficacité de 
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chargement de la LVX. Pour la plus faible concentration en sel, le pH de la suspension (7,5) est 

très proche du pKa de l’amine (7,9) et la formation d’interactions électrostatiques attractives 
entre la LVX et le PLA conduit à l’agrégation des NP en quelques heures seulement (Tableau 

4). Dans ces conditions de synthèse, l’efficacité de chargement est modérée (seulement 33%), 
pour un taux de chargement théorique de 2%. A pH 8,5 et à pH 9,5, la LVX ne présente plus de 

charge positive et les formulations de NP-LVX obtenues sont homogènes et stables plusieurs 

mois. Les efficacités de chargement sont cependant très faibles, respectivement à 25% et 2%, 

pour un taux de chargement théorique de 2%. 

La LVX a été formulée dans des NP avec des taux de chargement théoriques croissants, 

en utilisant du bicarbonate de sodium/carbonate de sodium à 5 mM dans la phase aqueuse 

(pH 8,5), dans le but de disposer de formulations suffisamment concentrées en LVX pour les 

tests anti-biofilms. Elles ont ensuite été caractérisées comme précédemment pour leurs 

propriétés colloïdales et leur stabilité à 4°C a été suivie (Tableau 5). 

 

Taux de chargement 

théorique (%) 
Aspect Diamètre (nm) IP 

Potentiel 

zêta (mV) 
Stabilité (4°C) 

Efficacité de 

chargement (%) 

1 Homogène 117 ± 1 0,08 ± 0,02 - 56 ± 3 Plusieurs mois 27 ± 1 

3 Homogène 108 ± 1 0,11 ± 0,01 - 66 ± 4 Plusieurs mois 22 ± 1 

5 Homogène 106 ± 1 0,12 ± 0,01 - 53 ± 3 Plusieurs mois 31 ± 1 

7,5 Homogène 101 ± 1 0,10 ± 0,01 - 60 ± 3 Plusieurs mois 19 ± 1 

15 Homogène 91 ± 1 0,10 ± 0,01 - 60 ± 2 Plusieurs mois 34 ± 1 

Tableau 5. Caractéristiques physico-chimiques de NP-LVX à des taux de chargement théoriques croissants (bicarbonate à 5 

mM) 

Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. 

 

 Avec des valeurs d’IP relativement faibles plus ou moins égales à 0,1, l’ensemble des 

formulations développées sont stables plusieurs mois à 4°C sur la gamme de taux de 

chargement théorique en LVX testée allant de 1 à 15%. L’augmentation de ce taux a tendance 
à diminuer le diamètre des NP mais l’efficacité de chargement de la LVX dans les NP ne varie 

pas de manière dose dépendante et se situe autour d’une valeur moyenne proche de 30% 
(Figure 36). Les taux de chargement réels, proportionnellement à la quantité de LVX totale 

ajoutée lors des synthèses, augmentent de 0,3 à 5,1% pour des concentrations totales de LVX 

allant de 300 à 3000 µg/mL respectivement. 
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Figure 36. Quantification de la LVX dans des NP à des taux de chargement théoriques croissants (bicarbonate à 5 mM) 

Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. 

 

Cette étude a permis d’obtenir des formulations de levofloxacine à fort taux de 
chargement dans des NP de PLA, en neutralisant sa charge cationique par augmentation du 

pH de la phase aqueuse à une valeur supérieure au pKa de sa base. Cependant, la LVX étant 

relativement soluble dans la phase aqueuse de nanoprécipitation, l’efficacité de chargement 
reste faible, avec des formulations caractérisées par environ 30% de LVX associée aux NP, 

tandis que 70% environ est solubilisée dans la phase aqueuse. Cette efficacité de chargement 

trop faible compromet l’utilisation de ces formulations contre des biofilms. 

 

1.1.3. Chargement de la rifampicine 

La rifampicine (RIF) appartient à la famille des rifamycines. Il s’agit d’un antibiotique 
utilisé pour traiter de nombreuses infections bactériennes, notamment la tuberculose causée 

par Mycobacterium tuberculosis, la lèpre (Mycobacterium leprae) et la légionellose (Legionella 

pneumophila). Elle est également prescrite dans le cas d’infections à H. influenzae. 

Responsable de l’apparition rapide de résistances bactériennes, cet antibiotique est prescrit 

en combinaison avec d’autres antibiotiques comme l’isoniazide pour traiter la tuberculose ou 
la clarithromycine pour traiter l’ulcère de Buruli causée par Mycobacterium ulcerans. La RIF 

est également active contre S. aureus contre laquelle est prescrite en combinaison avec l’acide 
fusidique. Son activité à large spectre cible autant des bactéries Gram négatif que Gram positif 

mais elle est inefficace sur certains genres bactériens comme Pseudomonas. Elle exerce une 

activité bactéricide en formant un complexe avec l’ARN polymérase bactérienne, inhibant la 
transcription des ARNm. La RIF présente également une hydrophobicité adéquate avec le 

procédé de nanoprécipitation. Elle a été formulée dans des NP qui ont été caractérisées pour 

leurs propriétés colloïdales et leur taux de chargement. 
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Comme les NP-CLR et NP-LVX, les NP-RIF ont agrégé directement après synthèse dans 

les conditions standards (Tableau 6). La RIF possède également une amine dans son cycle 

piperazine (pKa à 7,9)259, donnant une charge positive à la molécule au pH de synthèse des NP 

(5,5) et interagissant avec la surface négative des NP. L’eau de la phase aqueuse a été 
remplacée par une solution de bicarbonate de sodium/carbonate de sodium à plusieurs 

concentrations molaires (de 0,5 mM à 25 mM). Pour les plus faibles concentrations en 

bicarbonate, similairement aux NP-LVX, le pH des suspensions (7,5) est très proche du pKa de 

l’amine de RIF (7,9) mais ne permet pas de réduire suffisamment les interactions 
électrostatiques avec les NP pour que les suspensions soient stables longtemps. A des pH 

supérieurs au pKa de l’amine, la RIF ne présente plus de charge positive et les formulations 
sont stables plusieurs mois à 4°C. Dans le même temps, l’efficacité de chargement de RIF 
diminue, passant d’un chargement maximal proche de 100% à 34%. 

 

[Bicarbonate] 

(mM) 
Aspect Diamètre (nm) IP 

Potentiel 

zêta (mV) 
pH Stabilité (4°C) 

Efficacité de 

chargement 

(%) 

0 Agrégats - - - - - - 

0,5 Homogène NA NA NA 7,5 < 2h 94 ± 1 

1,5 Homogène 150 ± 1 0,07 ± 0,01 - 56 ± 2 7,5 < 24h 94 ± 1 

2 Homogène 140 ± 1 0,07 ± 0,01 - 59 ± 4 8,0 Plusieurs mois 94 ± 1 

3 Homogène 141 ± 2 0,06 ± 0,01 - 57 ± 2 8,5 Plusieurs mois 71 ± 1 

5 Homogène 143 ± 1 0,07 ± 0,01 - 55 ± 1 8,5 Plusieurs mois 33 ± 1 

25 Homogène 137 ± 1 0,09 ± 0,02 - 60 ± 1 9,5 Plusieurs mois 34 ± 1 

Tableau 6. Caractéristiques physico-chimiques de NP-RIF avec des concentrations croissantes de bicarbonate de 

sodium/carbonate de sodium dans la phase aqueuse de nanoprécipitation (taux de chargement théorique de RIF à 1%) 

Dosage de RIF par spectrophotométrie des fractions totales, chargées et libres. Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type 
de quatre mesures pour un lot donné. 

 

En appliquant les conditions de synthèse optimisées (bicarbonate à 2 mM, pH 8), des 

NP ont été produites avec des concentrations croissantes de RIF (1 à 10% de taux de 

chargement théorique). Dans tous les cas, les suspensions produites sont homogènes, les 

valeurs d’IP étant inférieures à 0,1, et stables, les valeurs de potentiel zêta étant largement 
inférieures à -30 mV (Tableau 7). Le diamètre des NP tend modestement à augmenter en 

fonction du taux de chargement. En terme de stabilité colloïdale, seules les formulations aux 

taux de chargement les plus réduits ont démontré une stabilité sur le long terme à 4°C. Les 

autres suspensions ont agrégé en quelques jours. On peut émettre l’hypothèse que pour ces 
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solutions concentrées en RIF, la RIF non encapsulée atteint sa limite de solubilité et forme des 

amas insolubles, conduisant à la déstabilisation du système. 

 

Taux de 

chargement 

théorique (%) 

Aspect Diamètre (nm) IP 
Potentiel zêta 

(mV) 
Stabilité (4°C) 

Efficacité de 

chargement (%) 

1 Homogène 140 ± 1 0,07 ± 0,01 - 59 ± 4 Plusieurs mois 94 ± 1 

2 Homogène 144 ± 2 0,08  ± 0,02 - 56 ± 4 Plusieurs mois 91 ± 1 

5 Homogène 155 ± 1 0,07 ± 0,01 - 55 ± 4 Quelques jours 68 ± 1 

10 Homogène 164 ± 2 0,08 ± 0,01 - 57 ± 2 Quelques jours 63 ± 1 

Tableau 7. Caractéristiques physico-chimiques de NP-RIF à des taux de chargement croissants (bicarbonate à 2 mM) 

Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. 

 

Pour le taux de chargement le plus faible (1%), l’efficacité de chargement est élevée 
(94%, Figure 37). Elle diminue lorsque des concentrations plus importantes de RIF sont 

introduites durant la synthèse, jusqu’à 63% d’efficacité de chargement pour un taux de 
chargement réel d’environ 6%. 

 

 

Figure 37. Efficacité et taux de chargement réel de la RIF dans les NP en fonction de la concentration de RIF totale 

(bicarbonate à 2 mM) 

Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. Le trait en pointillé indique la limite de 

stabilité observée pour les suspensions à 4°C. 

 

Une formulation de NP-RIF à 2% de taux de chargement a été suivie pour sa stabilité 

sur 60 jours à 4°C. Elle est stable sur l’ensemble de la période testée, avec un taux de 
chargement et un diamètre hydrodynamique constants (Figure 38). La morphologie de ces 

NP-RIF a été observée après 60 jours de stockage à 4°C au microscope électronique à balayage, 

révélant des NP sphériques et non agrégées, conformes à des NP stables en suspension. 
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Figure 38. Taux de chargement de la RIF dans les NP et diamètre hydrodynamique en fonction du temps de stockage à 4°C 

(bicarbonate à 2 mM et taux de chargement théorique à 2%). Observation morphologique de NP fraichement synthétisées 

(à gauche) et des NP-RIF (à droite) après 2 mois de stockage à 4°C par microscopie électronique à balayage 

Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. 

 

La formulation optimale retenue pour les tests biologiques réalisés dans ce travail de 

thèse présente un taux de chargement théorique de 2% de RIF dans des NP de PLA. Il s’agit 
d’une formulation stable plusieurs mois à 4°C, avec une efficacité de chargement élevée, 
supérieure à 90%, et une concentration totale de RIF également suffisamment élevée, proche 

de 1 mg/mL. 

 

1.2. Adsorption de biomolécules à la surface des i-

Particles® 

1.2.1. Inversion de la charge de surface des particules 

Le mode d’action des nanoparticules dans les biofilms est essentiel à évaluer pour 
améliorer le design de ces vecteurs et optimiser leur fonctionnalité dans la délivrance 

d’antibiotiques. Les propriétés physico-chimiques des NP jouent un rôle crucial dans leur 

comportement avec les biofilms bactériens, et notamment pour leur transport, leurs 

interactions, leur pénétration et leur rétention dans ces biofilms230,260. Particulièrement, la 

charge positive de surface des vecteurs est responsable d’un ciblage passif et non spécifique 

des biofilms195. Grâce à des interactions électrostatiques avec les bactéries présentant une 

charge globale négative et les composants de la matrice pour certains chargés négativement 

comme l’ADNe ou des polysaccharides, les NP peuvent être retenues dans le biofilm et délivrer 
l’antibiotique au plus proche de leur cible195. 

 Les i-Particles® développées chez Adjuvatis sont hydrophobes et négativement 

chargées à pH physiologique, du fait de la présence d’un acide carboxylique (pKa de 3,9) au 
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bout des chaines de PLA, à la surface des NP. Cette surface peut être fonctionnalisée par 

adsorption d’une molécule grâce à des interactions hydrophobes ou électrostatiques avec le 
polymère. Pour cela, la molécule et les NP sont mélangées volume à volume et soumises à 

agitation pour favoriser cette adsorption. 

L’α-poly-L-lysine (PLL) est un polymère homo-peptidique cationique (pKa de 10,2) 

composé de résidus lysines branchés au niveau du groupement amine α présent sur leur 
chaine principale. La lysine est un acide aminé présentant une chaine latérale hydrophobe à 4 

carbones et un groupement amine primaire terminal protonable (Figure 39). Son poids 

moléculaire peut varier de quelques kDa à plusieurs dizaines de kDa dépendamment du 

nombre de résidus lysines présents dans sa structure. La PLL est généralement utilisée en 

biologie comme facteur d’attachement pour permettre le coating de tissus ou l’adhérence de 
cellules à une surface par des interactions électrostatiques attractives. Elle est également un 

outil modèle en ingénierie thérapeutique, couramment utilisée au sein de notre laboratoire 

pour servir d’intermédiaire cationique entre des NP et d’autres composants chargés 

négativement261,262. 

 

 

Figure 39. Structure chimique de la PLL 

 

L’adsorption de la PLL à la surface de différentes formulations de NP-RIF a été 

développée et optimisée en variant le tampon d’adsorption, le taux de solide des NP puis la 
concentration de PLL, afin d’obtenir des suspensions stables de NP-RIF-PLL dont la charge de 

surface est inversée vers des valeurs positives. Elles ont été caractérisées pour leurs propriétés 

colloïdales et l’efficacité de chargement de la RIF. 

Pour cela, des NP-RIF (2% de taux de chargement, en tampon bicarbonate 2 mM) ont 

été mélangées volume à volume avec de la PLL en solution dans du bicarbonate de 

sodium/carbonate de sodium à 2 mM (pH 8) ou de l’eau (pH 5,5), pendant 1h sous agitation 
sur roue. Les suspensions obtenues sont homogènes et stables quelques heures avec un IP 

supérieur à 0,1 (Tableau 8). Le diamètre hydrodynamique des NP avec PLL adsorbée est 

supérieur à celui des particules nues, augmentant de 20 nm environ. Le potentiel zêta des NP 

est inversé, devenant hautement positif lorsque la PLL est adsorbée. Alors que la formulation 
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de NP-RIF-PLL dans un tampon d’adsorption composé de bicarbonate ne modifie pas 
l’efficacité de chargement de la RIF, celle dans de l’eau provoque la diffusion de près de la 
moitié de la RIF hors des NP. Le tampon bicarbonate permet donc de recouvrir les NP-RIF de 

façon efficace par la PLL, provoquant une inversion de charge des NP. L’antibiotique ne s’est 
pas libéré hors des NP durant le processus, mais des problèmes de stabilité colloïdale 

demeurent. 

 

Tampon 

d’adsorption 

Taux de 

solide (%) 

[PLL] 

(µg/mL) 
Aspect 

Diamètre 

(nm) 
IP 

Potentiel 

zêta (mV) 
Stabilité (4°C) 

Efficacité de 

chargement de 

RIF (%) 

- - - Homogène 144 ± 2 0,08  ± 0,02 - 56 ± 4 Plusieurs mois 91 ± 1 

Bicarbonate 0,5 500 Homogène 167 ± 1 0,16 ± 0,01 + 52 ± 1 Quelques heures 91 ± 1 

Eau 0,5 500 Homogène 155 ± 1 0,10 ± 0,02 + 51 ± 2 Quelques heures 55 ± 2 

Tableau 8. Caractéristiques physico-chimiques de NP-RIF-PLL synthétisées dans de l’eau ou du bicarbonate de 
sodium/carbonate de sodium 2 mM (taux de chargement théorique de RIF à 2%) 

Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. 

 

Des formulations de NP-RIF-PLL ont alors été réalisées en faisant varier la proportion 

de NP pour une concentration de PLL fixe dans du bicarbonate à 2 mM. Avec le plus fort taux 

de solide testé, les NP agrègent quelques minutes après l’ajout de la PLL aux NP (Tableau 9). 

En revanche, quand la quantité de NP est réduite, l’indice de polydispersité des NP-RIF-PLL 

ainsi formées diminue pour atteindre des valeurs inférieures à 0,1 et la stabilité colloïdale des 

NP est maintenue sur plusieurs jours. L’inversion de charge de -56 à +56 mV atteste d’un bon 
recouvrement des NP par la PLL, n’impactant pas le chargement de la RIF. 

 

Taux de 

solide (%) 

[PLL] 

(µg/mL) 
Aspect 

Diamètre 

(nm) 
IP 

Potentiel 

zêta (mV) 
Stabilité (4°C) 

Efficacité de chargement 

de RIF (%) 

- - Homogène 144 ± 2 0,08  ± 0,02 - 56 ± 4 Plusieurs mois 91 ± 1 

0,25 750 Homogène 155 ± 1 0,05 ± 0,01 + 56 ± 2 Plusieurs jours 88 ± 1 

0,5 750 Homogène 177 ± 5 0,19 ± 0,03 + 54 ± 2 Quelques heures 90 ± 1 

1,0 750 Agrégats - - - - - 

Tableau 9. Caractéristiques physico-chimiques de NP-RIF-PLL avec des taux de solide croissants de NP pour une 

concentration fixe de PLL de 750 µg/mL dans du bicarbonate de sodium/carbonate de sodium 2 mM (taux de chargement 

théorique de RIF à 2%) 

Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. 

 

Dans le but d’identifier la concentration de PLL nécessaire et suffisante pour former 
des particules cationiques stables, des NP-RIF-PLL ont été préparées à un taux de solide fixe 
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de 0,25% et avec de la PLL en concentrations croissantes dans du bicarbonate à 2 mM. En 

diminuant la concentration de PLL, le diamètre des NP a tendance à augmenter et les 

suspensions deviennent moins stables avec un IP supérieur à 0,1 (Tableau 10) lorsque la 

concentration de PLL est inférieure à 500 µg/mL. Le potentiel zêta des formulations est 

supérieur à +30 mV pour l’ensemble des formulations testées. La stabilité des NP-RIF-PLL est 

donc plus importante lorsque la PLL est ajoutée en grande quantité. 

 
[PLL] 

(µg/mL) 

Taux de 

solide (%) 
Aspect 

Diamètre 

(nm) 
IP 

Potentiel 

zêta (mV) 
Stabilité (4°C) 

150 0,25 Homogène 209 ± 1 0,18 ± 0,01 + 47 ± 1 Quelques heures 

250 0,25 Homogène 181 ± 1 0,18 ± 0,01 + 51 ± 2 Quelques heures 

500 0,25 Homogène 162 ± 2 0,06 ± 0,02 + 40 ± 2 Plusieurs jours 

750 0,25 Homogène 155 ± 1 0,05 ± 0,01 + 56 ± 2 Plusieurs jours 

Tableau 10. Caractéristiques physico-chimiques de NP-RIF-PLL avec des concentrations croissantes de PLL pour un taux de 

solide fixe de NP de 0,25% dans du bicarbonate de sodium/carbonate de sodium 2 mM (taux de chargement théorique de 

RIF à 2%).  

Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. 

 

La morphologie des NP-RIF-PLL obtenues dans des conditions favorables à la stabilité 

colloïdale (0,25% de taux de solide et 500 µg/mL de PLL) a été observée au microscope 

électronique à balayage. On peut observer des NP sphériques, conformes à des NP stables en 

suspension (Figure 40). 

 

 

Figure 40. Observation morphologique de NP-RIF-PLL (bicarbonate à 2 mM, taux de chargement théorique à 2%, taux de 

solide à 0,25% et PLL à 500 µg/mL) par microscopie électronique à balayage 

 

Une formulation de NP-RIF-PLL stable plusieurs jours à 4°C a été obtenue avec le taux 

de solide le plus élevé possible (0,25%) et une concentration de PLL minimale (500 µg/mL). La 

charge de surface des NP est efficacement inversée (+40 mV) et l’efficacité de chargement de 
la RIF est maintenue par rapport à la formulation de NP-RIF. 
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1.2.2. Fonctionnalisation par un agent anti-biofilm 

La co-délivrance d’agents thérapeutiques est une stratégie intéressante pour éradiquer 
les biofilms, en permettant d’intervenir à différents niveaux et en multipliant les modes 
d’action. En combinant un antibiotique encapsulé dans des particules avec un agent anti-

biofilm adsorbé à leur surface, son activité peut être potentialisée et amener à l’éradication 
complète du biofilm195,226. 

La DNase I (31 kDa) est une enzyme capable de dégrader l’ADN, notamment présent 
dans la matrice des biofilms bactériens69. L’effet de son adsorption sur des NP chargées par 
des antibiotiques contre des biofilms a fait l’objet d’études prometteuses dans lesquelles elle 
a démontré sa capacité à augmenter l’activité bactéricide d’antibiotiques226–229.  

 Des formulations de NP-RIF adsorbant de la DNase en surface ont été développées et 

optimisées en variant le taux de solide des NP puis la concentration de DNase afin d’obtenir 
des suspensions stables de NP-RIF-DNase. Elles ont été caractérisées pour l’efficacité 
d’adsorption de la DNase, l’efficacité de chargement de la RIF et leurs propriétés colloïdales. 
D’abord, des formulations avec des proportions de NP-RIF (2% de taux de chargement) 

croissantes ont été caractérisées après mélange volume à volume avec une concentration de 

DNase fixe (50 µg/mL) dans du bicarbonate à 2 mM (Figure 41). Sur l’ensemble des taux de 

solide testés, les formulations sont stables et leur efficacité d’adsorption (quantité de DNase 
adsorbée sur les NP par rapport à la quantité totale de DNase) augmente pour atteindre 80% 

au plus fort taux de solide. En revanche, le taux d’adsorption (quantité de DNase adsorbée sur 

les NP par rapport à la quantité de NP de PLA) chute vers des valeurs quasi nulles. Le taux de 

solide retenu pour la formulation de DNase sur des NP-RIF est donc de 0,25%, entrainant la 

meilleure efficacité d’adsorption pour un taux d’adsorption relativement élevé. 
 

 
Figure 41. Efficacité et taux d’adsorption de la DNase sur les NP-RIF en fonction du taux de solide (bicarbonate à 2 mM) 

La concentration de DNase est fixe (50 µg/mL). Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot 

donné. 
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 Pour déterminer la proportion de DNase maximale que l’on peut adsorber, des NP-RIF 

ont été mélangées à un taux de solide fixe de 0,25% avec des concentrations croissantes de 

DNase dans du bicarbonate à 2 mM (Figure 42). L’augmentation de la quantité de DNase 
introduite est corrélée à une légère diminution de l’efficacité d’adsorption sur les NP-RIF 

(proche de 80% au minimum), tandis que le taux d’adsorption augmente 
proportionnellement, atteignant 4% pour 150 µg/mL.  

 

 
Figure 42. Efficacité et taux d’adsorption de la DNase sur les NP-RIF selon la concentration de DNase (bicarbonate à 2 mM) 

Le taux de solide des NP-RIF est fixe (0,25%). Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot 

donné. 

 

 Les propriétés colloïdales d’une des formulations optimisées de NP-RIF-DNase sont 

présentées ci-dessous (Tableau 11). Stable plusieurs mois à 4°C, ni le potentiel zêta ni 

l’efficacité de chargement de la RIF ne sont impactés par l’adsorption de la DNase. La 
morphologie des NP-RIF-DNase observée au microscope électronique à balayage confirme la 

conformité des NP sphériques et leur stabilité en solution (Figure 43). 

 
Taux de 

solide 

(%) 

[DNase] 

(µg/mL) 
Aspect 

Diamètre 

(nm) 
IP 

Potentiel 

zêta (mV) 
Stabilité (4°C) 

Efficacité 

d’adsorption de 
DNase (%) 

Efficacité de 

chargement de 

RIF (%) 

- - Homogène 144 ± 2 0,08  ± 0,02 - 56 ± 4 Plusieurs mois - 91 ± 1 

0,25 100 Homogène 178 ± 2 0,06 ± 0,01 -52 ± 2 Plusieurs mois 75 ± 1 85 ± 2 

Tableau 11. Caractéristiques physico-chimiques de la formulation optimisée de NP-RIF-DNase dans du bicarbonate de 

sodium/carbonate de sodium 2 mM (taux de chargement théorique de RIF à 2%) 

Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de quatre mesures pour un lot donné. 
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Figure 43. Observation morphologique de NP-RIF-DNase (bicarbonate à 2 mM, taux de chargement théorique à 2%, taux de 

solide à 0,25% et DNase à 100 µg/mL) par microscopie électronique à balayage 

 

Cette formulation combinatoire n’a cependant pas été évaluée pour les essais sur 
biofilms dans la suite du projet mais c’est un travail qui peut avoir du potentiel dans des études 
ultérieures. 

 

1.3. Discussion 

Dans ce chapitre, nous avons développé des formulations antibiotiques à base d’i-
Particles® à l’aide de trois molécules que sont la clarithromycine, la levofloxacine et la 

rifampicine. Elles présentent des propriétés biologiques d’intérêt pour ce projet de thèse ainsi 

que des caractéristiques physico-chimiques en adéquation avec la technique de 

nanoprécipitation développée chez Adjuvatis.  

Ce procédé de production de particules a été adapté pour pallier les phénomènes 

d’agrégation observés dans les conditions standards de synthèse. Les antibiotiques, 

présentant des amines cationiques dans leur structure au pH de synthèse des NP (5,5), ont 

probablement induit la précipitation des NP par agrégation suite à des interactions 

électrostatiques entre la surface chargée négativement des NP et l’amine chargée 
positivement des antibiotiques (Figure 44). La répulsion électrostatique des charges négatives 

des NP serait alors masquée et ne permettrait plus de maintenir la stabilité colloïdale entre 

NP. L’utilisation d’une solution de bicarbonate de sodium/carbonate de sodium pour 
augmenter le pH de synthèse des NP vers des valeurs permettant de neutraliser les charges 

positives des antibiotiques (pH > pKa de l’amine) a résulté dans des suspensions stables. De 

plus, des interactions hydrophobes avec le polymère pourraient être favorisées, permettant 

d’augmenter le chargement des antibiotiques dans le cœur hydrophobe des NP263.  
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Figure 44. Schéma des possibles interactions entre NP (en gris) et antibiotique (en jaune) menant à l’agrégation des NP 

 

 Barichello et al. ont évalué la capacité d’encapsulation de molécules dans des NP de 
PLGA synthétisées par nanoprécipitation en fonction de leur solubilité. Plus les molécules sont 

hydrophobes et plus elles sont encapsulées en grandes quantités263. En revanche, les 

molécules les plus hydrophiles interagissent faiblement avec le PLGA, promouvant leur 

diffusion dans le surnageant aqueux des suspensions de NP263. De plus, la solubilité aqueuse 

des antibiotiques est dépendante du pH de la solution et propre à chaque molécule. En 

modifiant la concentration de bicarbonate dans la phase aqueuse de nanoprécipitation, le pH 

évolue sensiblement et induit des variations dans les efficacités de chargement des 

antibiotiques. Alors que la limite de solubilité de la LVX est la plus faible à pH 8,5 (5 mM de 

bicarbonate)264, son efficacité de chargement n’a pas été améliorée. En revanche, la limite de 
solubilité de la RIF diminue lorsque le pH baisse265–268, favorisant son chargement dans les NP. 

La concentration en bicarbonate retenue pour la formulation de NP-RIF est donc 2 mM (pH 

8), menant à des formulations stables (pH > pKa de l’amine) et avec une efficacité de 
chargement élevée (proche de 90%). Enfin, en adsorbant des polymères hautement 

cationiques comme la PLL à la surface de ces NP, leur charge de surface s’inverse vers des 

valeurs de potentiel zêta très positives, supérieures à +30 mV, assurant la stabilité entre NP269. 

 

1.4. Matériel & méthodes 

1.4.1. Synthèse d’i-Particles® et fonctionnalisation 

Les NP d’acide poly-(D,L)lactique (PLA, 45-80 kDa, Merck, Figure 45) ont été 

synthétisées par une méthode de nanoprécipitation adaptée de Fessi et al.270 ne nécessitant 
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pas de surfactants. Le PLA a été dissous à 2% dans une phase organique composée d’acétone 
(Carlo Erba) qui a été coulée par un goutte-à-goutte rapide dans une phase aqueuse composée 

d’eau purifiée (OTEC, Aguettant) ou d’une solution de bicarbonate de sodium/carbonate de 

sodium (Fisher Scientific) dans différentes concentrations (0,5 à 50 mM) ainsi que d’éthanol 
(Carlo Erba) en proportion 4:6 (v/v), sous agitation modérée. De l’eau a finalement été ajoutée 
dans le mélange après coulée et les solvants organiques ont ensuite été évaporés sous basse 

pression à l’évaporateur rotatif (Rotavapor R210, Buchi) à 30°C. Les suspensions de NP ont 
ensuite été stockées à 4°C. 

 

 

Figure 45. Structure chimique du PLA 

 

Pour leur chargement dans les NP, la clarithromycine (CLR, 748 Da, Sigma Aldrich), la 

levofloxacine (LVX, 361 Da, Sigma Aldrich) et la rifampicine (RIF, 823 Da, Euromedex) ont été 

dissoutes à des taux de chargement théoriques allant de 1 à 15% dans la phase organique 

contenant le PLA avant de procéder à la coulée dans la phase aqueuse. 

 

𝑇𝑎𝑢𝑥 𝑑𝑒 𝑐ℎ𝑎𝑟𝑔𝑒𝑚𝑒𝑛𝑡 𝑡ℎé𝑜𝑟𝑖𝑞𝑢𝑒 = 100 × 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑′𝑎𝑛𝑡𝑖𝑏𝑖𝑜𝑡𝑖𝑞𝑢𝑒 𝑎𝑗𝑜𝑢𝑡é𝑒𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝑃𝐿𝐴 𝑎𝑗𝑜𝑢𝑡é𝑒  

 

Pour l’adsorption de biomolécules sur les NP, l’α-poly-L-lysine (PLL, 16 kDa, 100 résidus 

lysines, Alamanda Polymers) et la DNase I (Sigma Aldrich) ont été dissoutes dans de l’eau ou 
une solution de bicarbonate de sodium/carbonate de sodium à 2 mM puis mélangées à des 

NP-RIF volume à volume. Les mélanges ont été mis sous agitation lente sur roue pendant 1h 

à température ambiante.  

 

1.4.2. Caractérisations physico-chimiques des particules 

Le diamètre hydrodynamique des NP et l’indice de polydispersité (IP), correspondant à 
la distribution en taille des NP, ont été obtenues par diffusion dynamique de la lumière à l’aide 
d’un ZetaSizer Nano ZS (Malvern Panatycal) en diluant 15 µL des suspensions de NP dans une 
solution de NaCl à 1 mM filtrée (0,22 µm). Le potentiel zêta a été obtenue par mobilité 
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électrophorétique en cuvette en utilisant le même appareil. Le pH des suspensions de NP a 

été mesuré à l’aide de bandelettes de papier pH (Thermo Scientific). 

Le taux de solide des NP a été mesuré en pesant 100 µL des suspensions de NP avant 

et après séchage dans des coupelles de pesée. 

 𝑇𝑎𝑢𝑥 𝑑𝑒 𝑠𝑜𝑙𝑖𝑑𝑒 = 100 × 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝑠𝑢𝑠𝑝𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛 𝑎𝑝𝑟è𝑠 𝑠é𝑐ℎ𝑎𝑔𝑒𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝑠𝑢𝑠𝑝𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛 𝑎𝑣𝑎𝑛𝑡 𝑠é𝑐ℎ𝑎𝑔𝑒 

 

Les NP ont été observées par microscopie électronique à balayage. Pour cela, une 

goutte de suspension de NP a été diluée dans de l’eau à un taux de solide de 0,1% et a été 
déposée sur une lamelle en verre fixée sur un plot métallique (Aluminum mount, Slotted Head, 

Electron Microscopy Sciences). Elle a ensuite été séchée sous basse pression (Vacutherm, 

Thermo Scientific). Du cuivre a été pulvérisé sur les plots à l’aide d’un métalliseur (BAL-TEC 

MED020, Leica Microsystems), menant à une couche de 10 nm sur les échantillons. Les 

échantillons ont été observés à l’aide d’un microscope MERLIN VP Compact (Zeiss, CTµ, Centre 

Technologique des Microstructures, Lyon 1) avec une tension d’accélération de 10 kV. 

 

1.4.3. Quantification des taux et efficacité de chargement 

Les suspensions de NP ont été centrifugées 20 min à 16000 xg. Les surnageants 

contenant les fractions libres d’antibiotique ont été séparés des culots composés 
d’antibiotique chargée dans les NP (fractions d’antibiotique chargées). Ces fractions ainsi que 
des suspensions de NP non centrifugées (fractions d’antibiotique totales) ont ensuite été 
séchées dans un four à 37°C sous vide (Vacutherm, Thermo Scientific) pendant 2h. Une 

méthode de dosage propre à chaque antibiotique a ensuite été utilisée pour quantifier 

l’antibiotique dans chacune des fractions. On en déduit les paramètres suivants de 

chargement d’antibiotique dans les NP. 

 

𝐸𝑓𝑓𝑖𝑐𝑎𝑐𝑖𝑡é 𝑑𝑒 𝑐ℎ𝑎𝑟𝑔𝑒𝑚𝑒𝑛𝑡 = 100 × 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑′𝑎𝑛𝑡𝑖𝑏𝑖𝑜𝑡𝑖𝑞𝑢𝑒 𝑐ℎ𝑎𝑟𝑔é𝑒 𝑑𝑎𝑛𝑠 𝑙𝑒𝑠 𝑁𝑃𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑′𝑎𝑛𝑡𝑖𝑏𝑖𝑜𝑡𝑖𝑞𝑢𝑒 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒  

 𝑇𝑎𝑢𝑥 𝑑𝑒 𝑐ℎ𝑎𝑟𝑔𝑒𝑚𝑒𝑛𝑡 𝑟é𝑒𝑙 = 100 × 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑′𝑎𝑛𝑡𝑖𝑏𝑖𝑜𝑡𝑖𝑞𝑢𝑒 𝑐ℎ𝑎𝑟𝑔é𝑒 𝑑𝑎𝑛𝑠 𝑙𝑒𝑠 𝑁𝑃𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝑃𝐿𝐴  
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1.4.3.1. Quantification de la clarithromycine 

Les fractions de CLR totales, libres et chargées ont été reprises dans du chloroforme 

(Carlo Erba) afin de dissoudre entièrement le PLA et la CLR. Du méthanol (miscible au 

chloroforme et dans lequel la CLR est soluble) a ensuite été ajouté pour précipiter le PLA et 

les tubes ont été centrifugés 5 min à 16000 xg. Les surnageants contenant la CLR ont été 

analysés par HPLC-UV (Agilent 1100 Series) à l’aide d’une colonne de silice C18 (100 x 4 mm, 

5 µm, CLIPEUS, Higgins Analytical). Pour cela, une méthode isocratique a été réalisée avec une 

phase mobile constituée d’eau à 0,1% de TFA (Sigma Aldrich) et d’acétonitrile (Carlo Erba) à 

0,085 % de TFA en proportion respective 53:47 (v/v). Le volume d’injection était de 50 µL, la 
température fixée à 25°C et le débit était de 1 mL/min. Les pics obtenus ont été détectés à 

205 nm pour un temps de rétention de 2 min, et ont été intégrés manuellement pour en 

dégager les aires. Une gamme étalon de CLR dans le mélange de solvants 

chloroforme/méthanol en proportion identique aux fractions analysées a été réalisée pour 

quantifier les fractions analysées. La linéarité a été obtenue de 8 à 512 µg/mL (R² = 0.9998).  

 

1.4.3.2. Quantification de la levofloxacine 

Les fractions de LVX totales, libres et chargées ont été reprises dans de l’acétonitrile 
(Carlo Erba) afin de dissoudre entièrement le PLA et la LVX. Du méthanol (Carlo Erba, miscible 

à l’acétonitrile et dans lequel la LVX est soluble) a ensuite été ajouté pour précipiter le PLA et 
les tubes ont été centrifugés 5 min à 16000 xg. Les surnageants contenant la LVX ont été 

analysés par spectrophotométrie-UV (Multiskan GO, Thermo Scientific) en microplaque 

(Greiner) à  = 298 nm. Une gamme étalon de LVX dans le mélange de solvants 

acétonitrile/méthanol en proportion identique aux fractions analysées a été réalisée pour 

quantifier les fractions analysées. La linéarité a été obtenue de 4 à 128 µg/mL (R² = 0.9998).  

 

1.4.3.3. Quantification de la rifampicine 

Les fractions de RIF totales, libres et chargées ont été reprises dans de l’acétonitrile 
(Carlo Erba) afin de dissoudre entièrement le PLA et la RIF. Les solutions ont été analysées par 

spectrophotométrie (Multiskan GO, Thermo Scientific) en microplaque (Greiner) à  = 480 nm. 

Une gamme étalon de RIF dans l’acétonitrile en proportion identique aux fractions analysées 

a été réalisée pour quantifier les fractions analysées. La linéarité a été obtenue de 8 à 256 

µg/mL (R² = 1). 
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1.4.1. Quantification des taux et efficacité d’adsorption 

Les suspensions de NP-RIF-DNase ont été centrifugées 20 min à 16000 xg et les 

surnageants contenant les fractions libres de DNase ont été récupérés. Ces fractions ainsi que 

les solutions mères de DNase utilisées pour les formulations ont été dosées par un test 

colorimétrique microBCA révélant les protéines. Brièvement, en milieu alcalin, les protéines 

réduisent l’ion Cu2+ et un produit coloré violet se forme lorsque l’acide bicinchoninique chélate 
l’ion Cu1+ formé. Ce produit soluble dans l’eau est proportionnel à la concentration de DNase 
et se détecte par spectrophotométrie à  = 562 nm. Une gamme étalon de DNase dans du 

bicarbonate 2 mM a été réalisée pour estimer les concentrations retrouvées dans les fractions. 

La linéarité a été obtenue de 16 à 256 µg/mL (R² = 0,9994). Les paramètres d’adsorption 
suivants ont été déduits. 

 

𝐸𝑓𝑓𝑖𝑐𝑎𝑐𝑖𝑡é 𝑑′𝑎𝑑𝑠𝑜𝑟𝑝𝑡𝑖𝑜𝑛 = 100 × 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝐷𝑁𝑎𝑠𝑒 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒 − 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝐷𝑁𝑎𝑠𝑒 𝑙𝑖𝑏𝑟𝑒𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝐷𝑁𝑎𝑠𝑒 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒  

 𝑇𝑎𝑢𝑥 𝑑′𝑎𝑑𝑠𝑜𝑟𝑝𝑡𝑖𝑜𝑛 = 100 × 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝐷𝑁𝑎𝑠𝑒 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒 − 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝐷𝑁𝑎𝑠𝑒 𝑙𝑖𝑏𝑟𝑒𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝑃𝐿𝐴  

 

1.4.2. Analyse statistique 

Les données sont montrées comme les moyennes ± l’écart type de quatre mesures 

pour une expérience. L’analyse statistique a été réalisée par des tests ANOVA ou des tests-t 

appariés sur GraphPad Prism 6.0. Une p-value < 0,05 était considérée comme statistiquement 

significative. 
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2. EVALUATION IN VITRO DE LA POTENTIALISATION 

DE LA RIFAMPICINE PAR SON CHARGEMENT DANS 

DES I-PARTICLES® ET PAR SA COMBINAISON AVEC LA 

DNASE CONTRE DES BIOFILMS DE S. AUREUS 

 

2.1. Impact des i-Particles® et de leur charge de surface sur 

la délivrance de la rifampicine dans des biofilms de S. aureus 

Les résultats obtenus dans cette étude on fait l’objet d’un article soumis à Journal of 

Nanobiotechnology (2020), actuellement en cours de révision. 

Les nanoparticules comme système de délivrance ont largement été étudiées ces 

dernières décennies en thérapeutique. Leur utilisation pour la formulation d’antibiotiques 
permet notamment d’améliorer les paramètres de pharmacocinétique et de biodistribution 
de la molécule, de la protéger contre sa dégradation, de cibler les biofilms bactériens, de 

favoriser la pénétration des antibiotiques dans les biofilms et de délivrer progressivement la 

molécule en limitant sa toxicité195. Cependant, la plupart des études disponibles s’intéresse à 

évaluer la capacité de telles formulations à éradiquer des biofilms sans connaitre précisément 

leur mode d’action230. Pourtant, la compréhension des mécanismes sous-jacents est 

essentielle pour optimiser le design de tels systèmes de délivrance et leur fonctionnalité 

contre les biofilms bactériens. Précisément, les paramètres physico-chimiques des NP et 

notamment leur charge de surface jouent un rôle crucial dans leur interaction avec les 

biofilms. Dans la partie précédente, nous avons développé deux formulations à base 

d’antibiotique, des nanoparticules de PLA chargées en rifampicine possédant une charge de 

surface négative (NP-RIF) et possédant une charge de surface positive (NP-RIF-PLL) grâce à 

l’adsorption de la PLL, un peptide cationique. Utilisées comme outil d’analyse par imagerie de 

fluorescence, des formulations similaires (NP-Dy650 et NP-Dy650-PLL) ont également été 

développées en remplaçant l’antibiotique par un fluorophore, le Dy650.  

Ces formulations ont été caractérisées pour leurs propriétés colloïdales, leur toxicité, 

leur capacité de chargement en rifampicine et leur profil de diffusion de l’antibiotique hors 

des NP. Des simulations in silico ont été réalisées pour modéliser les interactions entre 

l’antibiotique, la PLL et les NP, par dynamique des particules dissipatives à l’aide du logiciel 
Material Studio. L’apport des NP et plus particulièrement de leur charge de surface dans le 
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traitement de biofilms à S. aureus a été évalué sur modèle statique in vitro. La capacité des 

NP à migrer dans des biofilms de S. aureus et leur profil de distribution en fonction de leur 

charge de surface ont été évalués par microscopie confocale en time-lapse à l’aide des 
formulations contenant le fluorophore. En considérant les limites rencontrées par ces tests en 

microplaques, des étapes de lavage ont été introduites après 45 min d’incubation des 
bactéries ou des biofilms avec les traitements à base de NP, en tenant compte que les biofilms 

bactériens peuvent être soumis à des flux biologiques. Il convient alors de considérer qu’un 
traitement efficace devrait soit agir très rapidement, avant d’être « lavé » hors du biofilm, soit 

favoriser le maintien des antibiotiques dans le biofilm pendant un temps plus long sans être 

éliminé par ces flux. Nos observations mettent en avant les capacités d’interaction des NP en 

fonction de leur charge avec les bactéries planctoniques, et leurs propriétés d’accumulation 
dans les biofilms. Ces profils de distribution, d’adhésion aux bactéries et de rétention des NP 

chargées en rifampicine dans les biofilms sont finalement corrélés avec une meilleure 

efficacité thérapeutique.  

 

Surface charge modulation of rifampicin-loaded PLA 

nanoparticles to improve antibiotic delivery in Staphylococcus 

aureus biofilms 

David Da Costa a,b,⁎, Chloé Exbrayat-Héritier b, Basile Rambaud b, Simon Megy a, Raphaël Terreux a, Bernard  

Verrier a, Charlotte Primard b 
a Laboratoire de Biologie Tissulaire et Ingénierie Thérapeutique, UMR5305, CNRS/Université Lyon 1, Lyon, France 
b Adjuvatis, 7 passage du Vercors, 69007, Lyon, France 

⁎ Corresponding author: david.da-costa@adjuvatis.com 

 

Abstract 

 After the golden age of antibiotic discovery, bacterial infections still represent a major 

challenge for public health worldwide. The biofilm mode of growth is mostly responsible for 

chronic infections that current therapeutics fail to cure and it is well-established that novel 

strategies must be investigated. Particulate drug delivery systems are considered as a 

promising strategy to face issues related to antibiotic treatments in a biofilm context. 

Particularly, poly-lactic acid (PLA) nanoparticles present a great interest due to their ability to 

migrate into biofilms thanks to their submicronic size. However, questions still remain 

unresolved regarding the impact of their surface charge, firstly on their behavior within a 

bacterial biofilm, and secondly on the antibiotic delivery and on the treatment efficacy. In the 

current study, rifampicin-loaded PLA nanoparticles were synthetized by nanoprecipitation. 
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High and superficial loading of rifampicin, confirmed by an in silico simulation, enabled to 

deliver effective antibiotic doses with a two-phase release, appropriate for biofilm-associated 

treatments. These nanoparticles were functionalized with poly-L-lysine, a cationic peptide, by 

surface coating to induce charge reversal without altering the other physicochemical 

properties and cytocompatibility of these particles. Positively charged nanoparticles were able 

to interact stronger than negative ones with Staphylococcus aureus, under planktonic and 

biofilm modes of growth, leading to a slowed particle migration in the biofilm thickness and 

to an improved retention of these cationic particles in biofilms. While rifampicin was totally 

ineffective in biofilms after washing, the increased retention capacity of poly-L-lysine-coated 

rifampicin-loaded PLA nanoparticles has been associated with a better antibiotic efficacy than 

uncoated negatively charged ones. Correlating the carrier retention capacity in biofilms with 

the treatment efficacy, poly-L-lysine-coated rifampicin-loaded PLA nanoparticles are 

therefore proposed as an adapted and promising approach to improve antibiotic delivery in S. 

aureus biofilms. 

 

Keywords: biofilm, PLA nanoparticles, antibiotic, delivery, surface charge, interaction  

 

Introduction 

Despite a relentless fight against infectious agents that have caused high mortality and 

morbidity rates all around the world for centuries, the perpetual emergence of new microbes 

makes infectious diseases a major public health burden representing constant challenges for 

human survival and life quality271. Among these diseases, it is estimated that about 80% of 

bacterial infections are associated with biofilms125. Biofilms are defined as sessile and 

organized communities of single or multi-species bacteria adhering to biotic or abiotic surfaces 

and living within an auto-produced matrix of extracellular polymeric substances composed of 

polysaccharides, proteins, nucleic acids and lipids272. Such lifestyle allows bacteria to escape 

the immune system and may require up to 1,000 times the minimal inhibitory concentration 

of antibiotics for an effective treatment, leading to therapeutic failures273. This biofilm 

recalcitrance involves two phenomena. On the one hand, acquired by horizontal gene transfer 

and mutagenesis, antibio-resistance is facilitated under biofilm conditions due to high genetic 

diversity and sub-inhibitory concentrations of antibiotics exposed to bacteria1. On the other 

hand, tolerance toward antibiotics is multifactorial: (1) the biofilm matrix acts as a barrier 

against antibiotics due to its physicochemical properties, (2) the microenvironment with 

gradients of pH, oxygen and nutrients can alter antibiotic effects and (3) the presence of 

persister bacteria which exist in a dormant state and are insensitive to antibiotic treatments. 

Antibiotic delivery in biofilms is then a challenging task in the fight against biofilms195. 
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Nanotechnology for antimicrobial drug delivery has been widely explored over the last 

few decades252,274,275. Particularly, poly-lactic acid (PLA) and poly-lactic-co-glycolic acid (PLGA) 

biodegradable nanoparticles (NPs) have attracted a great interest in this field210. They can be 

synthesized by various processes and they result in solid colloidal particles ranging from 

nanometers to micrometers, allowing the encapsulation or surface adsorption of a wide range 

of bioactive molecules, either lipophilic or hydrophilic208. They present several advantages 

thanks to their properties, like biocompatibility, biodegradability and versatility of 

functionalization276. Also, PLA and PLGA NPs display a high structural integrity leading to highly 

stable drug delivery systems207,277. Their capacities to improve drug pharmacokinetics and 

bioavailability, by protecting drug against inactivation by enzymes, by targeting and 

penetrating biofilms or by favoring a sustained drug release while limiting side effects, make 

these systems an adapted strategy to treat biofilm infections195. 

While most of the studies focused on the ability of these systems to eradicate biofilms, 

little is known about their mode of action in biofilms230. It is yet important to evaluate this 

fundamental aspect to improve the design and the functionality of these carriers, to efficiently 

deliver antibiotics in biofilms. Indeed, NP physicochemical properties play a crucial role in the 

sequential steps responsible for their interaction with biofilms: (1) the transport of NPs to the 

biofilms, (2) their attachment to the biofilm surface, (3) their migration within the matrix and 

(4) their accumulation230,260. Physicochemical properties of NPs as drug carriers are mainly 

determined by their size and their surface properties, especially the surface charge (anionic, 

neutral or cationic). In term of NP size, Liu et al. defined that submicronic NPs were optimal 

compared to microparticles, better penetrating biofilms considering the size of biofilm water 

channels, and impeding the recognition by the immune system and body clearance220. The 

penetration of NPs has been studied in more details into Burkholderia multivorans and 

Pseudomonas aeruginosa biofilms, in which the size cutoff of NPs able to penetrate into dense 

biofilm clusters in larger quantities was around 130 nm among tested diameters ranging from 

40 to 550 nm235. Regarding the NP surface charge, it can be responsible for non-specific biofilm 

targeting by electrostatic interactions with both bacteria and the matrix, favoring the 

attachment of NPs to biofilms195,230. Forier et al. highlighted that anionic polystyrene NPs of 

220 nm in size were able to migrate in biofilms while cationic NPs stuck at the entry of 

bacteria-packed clusters, hypothesizing that interactions with anionic macromolecules of the 

matrix, like extracellular DNA, inhibited cationic NP penetration278,279. Likewise, cationic 

micelles of 80 nm and positively charged silver nanoclusters of 8 nm have been shown to 

accumulate in biofilms thanks to increased interactions between those positively charged 

systems and negatively charged bacteria217,231. While negatively charged carriers were washed 

away from biofilms, cationic ones prevented their wash out by water. The impact of such 
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antibiotic-loaded NP accumulation in the vicinity of bacteria on their capacity to sustainably 

deliver effective antibiotic concentrations after washing was demonstrated by Hasan et al. on 

planktonic bacteria238. After a short contact time, washing fully removed free antibiotic and 

negatively charged NPs non-interacting with bacteria, leading to bacteria survival. On the 

contrary, positively charged NPs, which were shown to adhere to planktonic bacteria, were 

able to provide antiplanktonic activity by locally and sustainably delivering the encapsulated 

antibiotic to bacteria after washing. The ability of antibiotic-loaded NPs to passively target 

biofilms by electrostatic interactions may thus represent a predominant point for antibiotic 

activity. However, this effect remains poorly described in biofilms, despite a great 

interest195,230. 

The aim of this prospective study was to evaluate the impact of surface charge of 

submicronic PLA NPs on the antibiotic delivery in biofilms, through (1) the ability of negatively 

and positively charged NPs to interact with planktonic bacteria, (2) their capability to migrate 

and to accumulate into biofilms, and (3) the effect of this passive targeting and accumulation 

on the efficacy of antibiotic treatment on planktonic and biofilm modes of growth 

respectively. Staphylococcus aureus was chosen as the biofilm model because of its clinical 

relevance, where it is involved in various chronic and severe diseases like osteomyelitis, 

endocarditis, urinary tract infections, implant-associated infections or wound infections280. 

PLA NPs were loaded with rifampicin (RIF), a broad-spectrum antibiotic including S. aureus, 

and surface functionalized by poly-L-lysine (PLL), a cationic peptide, to reverse negative NP 

surface charge to positive. 

 

Results 

2.1.1. Characterization of drug-loaded and charge-

reversed NPs 

Nanoprecipitation was used to produce unloaded and drug-loaded NPs without any 

surfactant or stabilizer. Plain PLA NPs displayed an average size of 118 nm, as measured by 

DLS, and a zeta potential of -55 mV, characterizing a highly negative surface charge (Figure 

46A). The low PDI of 0.07 determined by DLS reflected their relatively narrow NP size 

distribution. The loading of fluorophore (Dy650) or antibiotic (RIF) did not affect PDI and zeta 

potential values, but slightly increased the size of NPs. Both RIF, at 2.2% loading rate, and 

Dy650, at 0.02%, were successfully loaded in PLA NPs, resulting in high loading efficiencies of 

90 and 100% respectively. When PLL was adsorbed on the surface of NPs, the mean 

hydrodynamic diameter increased by 10% to 20% to reach 156 and 162 nm for NP-Dy650-PLL 
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and NP-RIF-PLL respectively, without major impact regarding their PDI and their drug loading. 

Their zeta potential switched from -52 and -56 mV for uncoated NPs, to +47 and +40 mV, 

inducing reversal of NP surface charge when formulated with PLL corona. Morphological 

observations by SEM confirmed the spherical shape of NPs, with no major impact of drug 

loading or charge reversal on NP morphology and size distribution (Figure 46B-D).  

 

 
Figure 46. Characterization of NPs functionalized by antibiotic and fluorophore loading and by cationic peptide adsorption. 

(A) Physicochemical characteristics (hydrodynamic diameter, PDI and zeta potential) and drug loading (loading efficiency 

and loading rate) of NPs loaded with RIF, Dy650 and PLL. Values are means ± SD of three measurements for one 

representative experiment out of three independent ones. SEM micrographs of NPs (B), NP-RIF (C) and NP-RIF-PLL (D). 

 

A cell viability evaluation was performed with NP formulations incubated for 24h with 

murine Raw macrophages and NIH/3T3 fibroblasts, using the PrestoBlue reagent. No toxic 

effect of any plain or formulated NPs was observed for fibroblasts on the range of tested 

concentrations. All formulations were toxic for phagocytic macrophages, from 0.031 mg/mL 

for PLL-coated NP regardless of RIF loading, and from 0.125 mg/mL for non-coated NP and NP-

RIF (Additional file 1). 

 

 

Additional file 1. Cytotoxicity of plain, RIF-loaded and PLL-coated NPs. 
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Cell viability of murine Raw 264.7 macrophages (A) and NIH/3T3 fibroblasts (B), evaluated by PrestoBlue assay. Percentages 

are reported to the untreated condition. Values are means ± SD of three replicates for one representative experiment out 

of two independent ones. 

 

2.1.2. In silico simulation of NP/drug interactions 

 

Figure 47. In silico simulation of interactions between rifampicin and PLL within NPs. 

(A) RIF molecule formula. The groups of atoms corresponding to the R1, R2 and R3 beads are evidenced using colored 

backgrounds. (B) Schematic representation of the 7 different kind of beads used for the DPD calculations. R1, R2, and R3 for 

the RIF molecule, water (W) where one bead represents 3 molecules of water, linear chains of lactic acid monomers (LA)n 

for the PLA chains and linear chains of lysine (K)n for the PLL chains, where the yellow beads represent the backbone of the 

amino acid chain and the orange beads its side chains. End of the simulation after 30 ns of total simulation time for NP-RIF 

(C) and NP-RIF-PLL (D). Section of a newly formed NP-RIF (E) and NP-RIF-PLL (F). 

 

In silico simulation was performed to further investigate the behavior of RIF and PLL 

with PLA NPs. DPD simulations allow to model system sizes from nanometers to micrometers 

and are particularly well adapted to simulate the formulation of compounds within NPs. In 

order to set up the system and not to create a starting point with an a priori, a 130 Å radius 

droplet was formed with a mixture of water, PLA chains and RIF molecules, where functional 

groups were set up as beads (Figure 47A-B). A layer of water around the droplet was set up in 

order to avoid interactions between the droplet and its replicative image. Although some 

small clusters of RIF molecules stayed occasionally trapped with some water molecules inside 

the newly formed PLA smooth spherical NP, following a random distribution, most of the RIF 

molecules were localized at the NP surface (Figure 47C and 47E). The outer RIF molecules were 
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interacting with the first and second layers of PLA monomers by their R1 and R3 fragments 

while R2 fragments stayed a little further from the surface. When PLL molecules were added 

to the water layer surrounding the PLA/RIF/water droplet, most of them ended up located at 

the surface of the PLA NP with no impact on the RIF behavior (Figure 47D and 47F). PLL chains 

interacted closely with the PLA chains through their backbone fragments, whereas they 

interacted with the water and some of the RIF molecules through their side chain parts. 

 

2.1.3. In vitro drug release from NPs 

 
Figure 48. Drug behavior within antibiotic-loaded and PLL-coated NPs in PBS at 37°C. 

(A) Cumulative release profile of RIF from NPs and PLL-functionalized NPs in PBS at 37°C. (B) Zeta potential evolution of 

charge-reversed and antibiotic-loaded NPs in PBS at 37°C. Values are means ± SD of three measurements for one 

representative experiment out of two independent ones.  

 

 In vitro release of RIF from NPs with or without PLL functionalization was followed after 

their dilution in PBS at 37°C. A similar two-time kinetic was observed for both formulations 

with a burst release corresponding to almost 80% of loaded RIF on the 6 first hours, followed 

by a slow and full release of the remaining RIF during 48h (Figure 48A). NP surface charge of 

both formulations, reflected by zeta potential values, was not modified during 48h in PBS at 

37°C (Figure 48B). Moreover, in the same conditions, the fluorophore Dy650 did not release 

from NPs with or without PLL (Additional file 2). 

 

 
Additional file 2. Cumulative release profile of Dy650 from NPs and PLL-functionalized NPs in PBS at 37°C.  

Values are means ± SD of three measurements for one representative experiment out of two independent ones. 
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When stored in the bicarbonate buffer at 4°C, no release of RIF from NPs was observed 

over the investigated period of 60 days (Additional file 3).  

 

 

Additional file 3. Cumulative release profile of RIF from NPs at 4°C.  

Values are means ± SD of three measurements for one representative experiment out of two independent ones. 

 

2.1.4. Antiplanktonic and antibiofilm properties of charge-

reversed and antibiotic-loaded NPs 

To evaluate the antiplanktonic activity of the antibiotic under soluble form or 

formulated with NPs, its minimum inhibitory concentration (MIC) was evaluated by broth 

microdilution tests performed on planktonic S. aureus with serial dilutions of formulations and 

free drug. Planktonic bacterial growth was inhibited with a MIC of 0.004 µg/mL for RIF, NP-RIF 

and NP-RIF-PLL (Figure 49A). PLL, plain NPs and plain NP-PLL did not showed any 

antiplanktonic activity in the range of tested concentrations (Additional file 4A). 

Antibiofilm properties of the antibiotic under soluble form or formulated with NPs 

were evaluated on S. aureus biofilms through 1) its impact on biofilm biomass and 2) its killing 

activity of bacteria under biofilm mode of growth. The capacity of RIF, NP-RIF and NP-RIF-PLL 

to degrade biofilms was evaluated by CV staining of the whole biofilm biomass after washing 

of the unbound biomass. Their ability to kill bacteria within the biofilm was evaluated by MTT 

colorimetric assay, assessing the metabolic activity of bacteria in unwashed biofilms. RIF only 

induced a partial biofilm degradation since at least 70% of biofilms remained adhered after 

24h of treatment with the highest RIF concentrations compared to non-treated biofilms 

(Figure 49B). Moreover, RIF partially killed bacteria from biofilms and 40% of their metabolic 

activity was still present after 24h of treatment with the highest RIF concentrations compared 

to non-treated biofilms (Figure 49C). Antibiofilm properties of RIF were not impacted by its 

loading in NPs and by PLL corona on NPs. PLL, plain NPs and plain NP-PLL did not have any 

antibiofilm activity in the range of tested concentrations (Additional file 4B and 4C). 
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Figure 49. In vitro effect of antibiotic in soluble and formulated forms on S. aureus under planktonic and biofilm modes of 

growth.  

(A) Planktonic S. aureus relative growth after 24h of co-culture with RIF, NP-RIF or NP-RIF-PLL at different concentrations. 

(B) Relative adhered biomass of S. aureus biofilms stained by CV, after 24h of co-culture with different concentrations of 

RIF, NP-RIF or NP-RIF-PLL on 24h-old biofilms, followed by washing. (C) Relative viability of the bacteria from S. aureus 

biofilms evaluated by MTT, after 24h of co-culture with different concentrations of RIF, NP-RIF or NP-RIF-PLL on 24h-old 

biofilms. Percentages are reported to the untreated condition. Values are means ± SD of three replicates for one 

representative experiment out of three independent ones. Paired t-tests (compared to the untreated condition), *** p < 

0.001. ANOVA (between formulations), ns: not significant. 

 

 
Additional file 4. In vitro effect of PLL, non-coated and PLL-coated NPs on S. aureus under planktonic and biofilm modes of 

growth. 



122 
 

(A) Planktonic S. aureus growth after incubation with PLL, plain NPs or plain NP-PLL. (B) Adhered biomass of S. aureus 

biofilms stained by CV, after incubation with PLL, plain NPs or plain NP-PLL and washing. (C) Bacterial viability of S. aureus 

biofilms evaluated by MTT, after incubation with PLL, plain NPs or plain NP-PLL. Percentages are reported to the untreated 

conditions. NP, PLL and NP-PLL were used in equivalent concentrations to RIF formulations. Values are means ± SD of three 

replicates for one representative experiment out of three independent ones. 

 

2.1.5. Increased NP/bacteria interaction by PLL corona 

enabled to enhance antibiotic delivery to planktonic bacteria  

 

Figure 50. Interaction of NPs and PLL-coated NPs with planktonic S. aureus.  

CLSM micrographs of NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL (in red) with initial solid contents of 0.01% (A) and 0.02% (B) interacting 

with Syto9-stained bacteria (in green) for 45 min, followed by washing. (C) Ratio of fluorescence intensities from bacteria-

surrounding NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL related to Syto9-stained bacteria. (D) High resolution micrograph by AiryScan 

detector on CLSM from (B) of NP-Dy650-PLL (in red) interacting with Syto9-stained S. aureus (in green). Relative bacterial 

growth of planktonic S. aureus exposed for 45 min to RIF, NP-RIF or NP-RIF-PLL with initial solid contents of 0.01% (E) and 

0.02% (F), followed by washing to remove poorly-interacting particles and 24h of incubation. Equivalent RIF concentrations 

(4 and 8 µg/mL respectively) were used under soluble form. Percentages are reported to the untreated condition. Each 

picture represents data obtained with three replicates in three independent experiments. Values are means ± SD of three 

replicates for one representative experiment out of three independent ones. ANOVA, ns: not significant, ** p < 0.01 and 

*** p < 0.001. 
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The capacity of NPs to interact with planktonic S. aureus was investigated by confocal 

microscopy using red-fluorescent NPs (NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL) that were incubated for 

45 min with bacteria before washing by selective centrifugations to remove poorly-interacting 

NPs, followed by green-fluorescent bacteria staining and fixation. The fluorescence intensity 

from bacteria-surrounding NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL was measured and related to the 

fluorescence intensity from interacting Syto9-stained bacteria. Globally, both NP-Dy650 and 

NP-Dy650-PLL interacted with bacteria. At low NP/bacteria ratio (Figure 50A and 50C), the 

ratio of red/green fluorescence intensity indicated that NP-Dy650-PLL co-localized almost 4-

time more with bacteria than NP-Dy650 that were largely washed away, suggesting more 

bacterial interactions with PLL-coated NPs. At higher NP/bacteria ratio (Figure 50B and 50C), 

both NP types co-localized more with S. aureus, suggesting a dose-dependent interaction 

between NPs and bacteria. These interactions between red-fluorescent particles and green-

fluorescent bacteria were examined in depth by high-resolution imaging (Figure 50D). 

To evaluate the consequences of such interactions on the antiplanktonic efficacy of RIF, 

an adapted MIC test was carried out. Planktonic S. aureus were shortly exposed (45 min) to 4 

or 8 µg/mL of RIF in soluble or NP-formulated forms (equivalent to 0.01 and 0.02% of initial 

solid content), followed by washing and 24h of incubation at 37°C in fresh BHI. Planktonic 

bacterial growth was measured by absorbance at 600 nm. RIF under soluble form did not exert 

any antiplanktonic activity, as evidenced by levels of planktonic bacterial growth similar to the 

untreated condition (Figure 50E and 50F), and consequently was effectively washed away 

from bacteria, although doses 1,000 times greater than MIC were used (see results of MIC in 

the Figure 49A). At low NP/bacteria ratio (Figure 50E), NP-RIF were unable to inhibit planktonic 

bacterial growth, meaning that a significant proportion of NP-RIF was washed away and that 

the remaining part delivered only sub-inhibitory RIF concentrations to bacteria. On the 

contrary, NP-RIF-PLL, which have been shown to interact more strongly with bacteria, were 

able to inhibit planktonic bacterial growth, delivering effective RIF concentrations after a short 

exposition followed by washing. At higher NP/bacteria ratio (Figure 50F), non-coated NP-RIF, 

interacting more with bacteria, inhibited planktonic bacterial growth as well as PLL-coated NP-

RIF. The MIC of RIF was reached despite the washing step, suggesting that such concentrations 

of NP-RIF and PLL-coated NP-RIF allowed sufficient antibiotic-loaded NP retention by 

interaction with bacteria, to sustainably deliver effective RIF concentrations, after washing. 

 

2.1.6. Slowed migration of PLL-coated NPs in biofilms 

 The capacity of NPs to migrate into biofilms was evaluated by confocal microscopy 

through a kinetic evaluation of red-fluorescent NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL diffusion into 
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green-stained S. aureus biofilms. A time-lapse acquisition to follow NP migration into a deep 

layer of biofilm was performed, starting 8 min after NP deposition on biofilm surface. NP-

Dy650 rapidly, homogeneously and deeply migrated in biofilms within 1h30 (Figure 51A and 

51C) while NP-Dy650-PLL stuck at the entry of bacteria-packed clusters in the upper parts of 

biofilms, inducing a slowest and heterogeneous migration into biofilms (Figure 51B and 51C). 

Other independent acquisitions taken by a single capture 18h after NP migration into biofilms 

were carried out to prevent fading of green fluorescence. Within 18h, while NP-Dy650 fully 

penetrated the whole biofilms, NP-Dy650-PLL were still blocked in the upper parts of biofilms 

(Figure 51D and 51E).  

 

 
Figure 51. Migration of NPs and PLL-coated NPs in S. aureus biofilms.  

Time-lapse CLSM micrographs of NP-Dy650 (A) and NP-Dy650-PLL (B) diffusion (in red) into a deep layer of Syto9-stained S. 

aureus biofilm (in green) after 8 (left), 44 (center) and 80 (right) min, with bottom and side views. (C) Kinetic of red-

fluorescence NP diffusion into a deep layer of Syto9-stained S. aureus biofilm. (D) CLSM micrographs of NP-Dy650 (up) and 

NP-Dy650-PLL (down) after 18h diffusion into a deep layer of Syto9-stained S. aureus biofilm with bottom and side views. 

(E) Red fluorescence intensity of NPs into a deep layer of Syto9-stained S. aureus biofilm after 18h diffusion. Each picture 

represents data obtained with three replicates in three independent experiments. Values on graphs (C) and (E) are means ± 

SD of three replicates for one representative experiment out of three independent ones. Unpaired t-test, * p < 0.05. 
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2.1.7. Enhanced NP accumulation by PLL corona improved 

antibiotic delivery in biofilms  

 

Figure 52. Accumulation of NPs and PLL-coated NPs in S. aureus biofilms.  

(A) CLSM micrographs of NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL (in red) with initial solid contents of 0.0006% and 0.005% deposited 

on the top of Syto9-stained biofilms (in green) and shortly incubated (45 min) before washing. Ratio of fluorescence 

intensities of remaining NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL, related to Syto9-stained biofilms, quantified from CLSM micrographs 

(B) and from measurements by spectrofluorimetry in microplate wells (C). Relative adhered biomass of S. aureus biofilms 

stained by CV, after 45 min exposure of 24h-old biofilms to RIF, NP-RIF or NP-RIF-PLL with initial solid contents of 0.0006% 

and RIF concentrations of 0.25 µg/mL (D) or initial solid contents of 0.005% and 2 µg/mL of RIF (E), followed by washing to 

remove poorly-interacting particles and 24h incubation. Percentages are reported to the untreated condition. Each picture 

represents data obtained with three replicates in two independent experiments. Values are means ± SD of three replicates 

for one representative experiment out of three independent ones. ANOVA, ns: not significant, * p < 0.05, ** p < 0.01 and 

*** p < 0.001. 

 

The highlighted differences in NP/bacteria interaction and in biofilm migration 

capability of PLL-coated NPs, compared to uncoated NPs, prompt us to assess consequences 
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on their accumulation in biofilms. Thus, we address this hypothesis by introducing a washing 

step. The capacity of NPs to accumulate in S. aureus biofilms was investigated by confocal 

microscopy using red-fluorescent NPs (NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL) that were incubated for 

45 min with biofilms to allow their penetration in the deep layers (as assessed in Figure 51A 

and 51B), before washing. Bacteria within biofilms were finally stained using the green 

fluorophore Syto9 before imaging. The fluorescence intensity from remaining NP-Dy650 and 

NP-Dy650-PLL was quantified on CLSM micrographs and related to the fluorescence intensity 

from Syto9-stained biofilm bacteria (Figure 52B). The assay was replicated using the same 

experimental plan and the overall fluorescence intensity in wells was measured using a 

microplate fluorometer. The red/green fluorescence ratios have been represented in Figure 

52C. Globally, both NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL accumulated in biofilms (Figure 52A-C). At 

low solid content, the ratio of red/green fluorescence intensity indicated that NP-Dy650-PLL 

accumulated almost 1.5-time more in biofilms than NP-Dy650 that were largely washed away, 

suggesting more interactions between PLL-coated NPs and biofilms. At higher solid content, 

both NP types were able to accumulate in S. aureus biofilms, suggesting a dose-dependent 

interaction between NPs and biofilms. However, significant higher amounts of cationic NPs 

remained in biofilms after washing, compared to negatively charged NPs. 

We have finally investigated whether the improved antibiotic-loaded NP accumulation 

had any impact on treatment of biofilms. For this purpose, an adapted CV assay to evaluate 

biofilm degradation was carried out. S. aureus biofilms were exposed for 45 min to 0.25 or 2 

µg/mL of RIF in soluble or NP-formulated forms (equivalent to 0.0006 and 0.005% of solid 

content), followed by washing and 24h of incubation. Relative adhered biofilm biomass was 

finally stained by CV after washing of unbound biomass. RIF under soluble form did not exert 

any antibiofilm activity, as evidenced by equivalent levels of remaining adhered biofilm 

biomass to the untreated condition (Figure 52D and 52E), and consequently was effectively 

washed away from biofilms, despite the high RIF concentrations used which had 

demonstrated partial antibiofilm efficacy in the absence of washing step (see results in the 

Figure 49B). At low NP solid content (Figure 52D), NP-RIF were unable to exert any antibiofilm 

activity. This result means that a significant proportion of NP-RIF was removed by washing, in 

spite of the high capacity of these uncoated NPs to rapidly penetrate the deep layers of 

biofilms, as highlighted in the Figure 51A. On the contrary, PLL-coated NP-RIF, which have 

been shown to accumulate more strongly in biofilms, were able to maintain effective RIF 

concentrations in biofilms after washing (Figure 52D), reducing the biofilm biomass at the 

maximal capacity of RIF (Figure 49B). With higher NP solid content, a similar antibiofilm 

activity was measured using negatively charged PLA-RIF (Figure 52E). However, a significant 

increase of the amount of antibiotic-loaded NPs by a factor eight was required. 
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2.1.8. Discussion 

Faced with the global burden of bacterial infections related to biofilms and clinical 

failures of current therapeutics, development of novel strategies is an urgent medical need1. 

Reaching effective antibiotic concentrations in biofilms is crucial to prevent recalcitrance 

phenomena of biofilms1. Drug delivery systems have largely been studied the last few 

decades, presenting appropriate abilities for biofilm control210. However, the causal links 

between NP physicochemical properties and therapeutic efficacy in the control of biofilms 

have not been fully described, in particular with regard to the impact of the surface charge of 

these NPs. 

In the present work, an antibiotic was loaded in submicronic PLA NPs and their surface 

charge was reversed by adsorption of a cationic molecule. The nanoprecipitation method used 

in this study to synthetize NPs combines simplicity, speed and low energy input281. 

Productions result in highly reproducible batches and long-term stable and homogeneous NPs 

regardless of the loading of antibiotic in NPs and the adsorption of the cationic peptide. 

Precisely, the use of sodium bicarbonate in the aqueous phase of nanoprecipitation enabled 

to reach a pH 8.0 superior to the pKa of the amine (7.9) present in the molecule of rifampicin, 

avoiding NP aggregation caused by electrostatic interactions with the negative surface charge 

of NPs. Molecular modelling provides new insights about the mechanisms of interaction of 

biologically relevant small molecules formulated with PLA NPs282. The molecule of rifampicin 

was decomposed in two hydrophobic and one hydrophilic groups by this simplified approach, 

and a fairly superficial loading of most of the RIF was described with hydrophobic interactions 

between antibiotic and NPs while the more hydrophilic group stayed close to the NP surface. 

Only a minority of molecules were deeply encapsulated in the core of NP. These results 

corroborate with RIF release profile from NPs (Figure 48), characterized by a fast and massive 

initial burst release, which reflects an encapsulation with a low affinity. Such burst release of 

the antibiotic allows to rapidly reach concentrations above the MIC, in prevention of 

recalcitrance phenomena due to biofilm mode of growth and caused by sub-inhibitory 

antibiotic concentrations1. Similarly, the coating of PLL resulted in hydrophobic interactions 

between the backbone of the amino acid chain and the surface of NPs, while positively-

charged side chains turned towards the outside of the particle, interacting with the aqueous 

media. According to the experimental results, it enabled to effectively reverse their surface 

charge to highly positive values, not impacting NP stability269. The loading of RIF in NPs and 

the PLL coating on these NPs did not impact antiplanktonic and antibiofilm properties of RIF, 

consistently with total RIF release under 24h at 37°C. However, cationic NPs were found to be 

more cytotoxic than negative ones for phagocytic cells (macrophages) while they were non-
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toxic for non-phagocytic ones (fibroblasts) in the same range of concentrations. Positively 

charged NPs are able to induce stronger mitochondrial and lysosomal damages than anionic 

NPs, preferentially in phagocytic cells,  but charge density and hydrophobicity are equally 

important240. 

The benefit of PLL coating onto RIF-loaded PLA NPs lies in the ability of such cationic 

corona to favor NP interactions with planktonic S. aureus (Figure 50A-C). Such non-specific 

targeting has previously been described for positively charged NPs compared to negative 

ones, with both Gram-positive and Gram-negative bacteria, suggesting electrostatic 

interactions with the global negative charge of the bacterial wall among its heterogeneously 

charged surface238,283. While RIF under soluble form was fully washed from bacteria vicinity, 

the capability of positively charged NPs to strongly interact with planktonic bacteria enabled 

to sustainably deliver effective RIF concentrations despite a washing step, and using half 

quantity that negatively charged ones. Similar results were obtained by Hasan et al. using 

polyethylenimine-coated clindamycin-loaded PLGA NPs. At a solid content of 0.05%, positively 

charged NPs exerted an antiplanktonic activity after 1h of incubation and washing compared 

to the free antibiotic and negatively charged NPs, while they were all effective without 

washing238. 

While the size of NPs influences their ability to diffuse in biofilms, 130 nm of diameter 

was previously defined as optimal for biofilm penetration compared to bigger NPs220,235. 

Surface charge of NPs also plays a crucial role for their interaction with biofilms and may be a 

determinant aspect for the control of bacterial biofilms195,230. Whereas negatively charged PLA 

NPs rapidly and homogeneously migrated through the whole S. aureus biofilms, positively 

charged NPs bound on the top of the biofilms and at entry of dense bacteria clusters, impeding 

their penetration deeper into biofilms. This suggests electrostatic interactions between 

positive NPs and negatively charged biofilm components that are bacteria217,231,236 and 

macromolecules from the matrix like eDNA279,284. However, the fast and widespread migration 

of uncoated NP-RIF went at the detriment of being easily washed out, while positively charged 

NPs were retained in greater quantities in the biofilm (Figure 52A-C). Similar electrostatic 

interactions preventing from wash-out were already described, using micelles, silver 

nanoclusters or dendrons with different surface compositions217,231,236. However, in each of 

these studies, no link was established between biofilm accumulation capability and treatment 

efficacy. After a short treatment time of S. aureus biofilms, RIF under soluble form was fully 

washed away from biofilms and therefore no longer presented any antibiofilm activity. The 

capability of negatively and positively charged NPs to accumulate in biofilms was correlated 

with a dose-dependent antibiofilm effect (Figure 52D and 52E). By the effect of surface charge, 

NP-RIF-PLL sustainably delivered inhibitory RIF concentrations with lower NP concentrations, 
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reaching an antibiofilm activity similar to that observed without washing (Figure 49B). While 

the bacterial growth under biofilm lifestyle lead to the failure of current therapeutics, 

antibiotic inhibitory concentrations have to be greatly increased in biofilms for an effective 

treatment210. Contributing to the maintenance of effective doses by passive electrostatic 

targeting of NPs is therefore fundamental for the treatment of biofilms. Further animal 

experimentations represent the next step to validate the potential of this strategy. 

 

Conclusion 

Charge-reversed and antibiotic-loaded PLA NPs were designed as strategic tool to treat 

bacterial infections in a biofilm context, considering the recalcitrance of biofilms toward 

antibiotics. Stable formulations were successfully synthetized by nanoprecipitation and the 

size of drug delivery system was chosen to facilitate their migration into biofilms. RIF was 

highly and superficially loaded into NPs, enabling the delivery of effective antibiotic doses with 

a two-phase release which is appropriate for biofilm-associated treatments. NP coating with 

a poly-L-lysine corona inverted surface charge of anionic NP-RIF, leading to positively charged 

NP-RIF which enabled higher interactions with planktonic S. aureus and biofilms than 

negatively charged NPs. While NP penetration within biofilms plays a crucial role in the biofilm 

control, this study highlighted the importance of the antibiotic-loaded NP ability to target and 

to be retained in biofilms. The highest interactions observed with positively charged NPs 

enabled to retain more antibiotic-loaded NPs in biofilms and to sustainably deliver effective 

RIF concentrations with lower doses. To our knowledge, this is the first time that a correlation 

has been established between the ability of NPs to be retained in a biofilm and their anti-

biofilm therapeutic efficacy. Efforts can be made to improve these systems and especially 

reducing their toxicity, for example by surface charge switching using a polymer cationic at 

acidic pH in biofilms, but anionic at physiological pH. Finally, a better knowledge of the 

mechanisms governing the efficacy of these systems is a fundamental prerequisite to improve 

antibiotic delivery in biofilms. 
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2.1.9. Material and methods 

2.1.9.1. Preparation of drug-loaded and charge-reversed NPs 

Poly(D,L-lactic acid) (PLA, MW = 45-80 kDa, Merck, Switzerland) NPs were synthetized 

by a surfactant-free process of nanoprecipitation adapted from Fessi et al.270. Briefly, the 

polymer was dissolved at 2% (w/v) in acetone (Carlo Erba, France). This organic phase was 

flowed by a fast drop-by-drop into an aqueous phase composed of 2 mM sodium bicarbonate 

(Fisher Scientific, France) and ethanol (Carlo Erba, France) in a 6:4 (v/v) proportion under 

moderate stirring. Both organic solvents were then evaporated under low pressure by a rotary 

evaporator (Rotavapor R210, Buchi, France) at 30°C. Final NP suspensions were stored at 4°C. 

For their loading into NPs, rifampicin (RIF, MW = 823 Da, Euromedex, France) or a 

fluorophore (Dy650-decylamide, Dyomics, Germany) were added to the organic phase before 

processing nanoprecipitation. α-poly-L-lysine (PLL, MW = 16 kDa, Alamanda Polymers, USA) 

was adsorbed on the NP surface by adding 1000 µg/mL volume to volume in the NP suspension 

(0.5% of solid content) under slow rotary stirring for 1h at room temperature.  

 

2.1.9.2. Nanoparticle characterization 

The solid content of NPs was defined as the proportion (w/v) of PLA polymer into the 

suspension and was measured by weighing the NP suspension before and after drying. 

NP hydrodynamic diameter and size distribution defined by the polydispersity index 

(PDI) were evaluated by dynamic light scaterring (DLS) using a Zetasizer Nano ZS (Malvern 

Panalytical, UK) by diluting NP suspensions into a 0.22 µm-filtered 1 mM NaCl solution. Zeta 

potential was calculated after measurement of the NP electrophoretic mobility using the same 

apparatus Zetasizer Nano ZS.  

NPs were also characterized by morphological observations with scanning electron 

microscopy (SEM). Briefly, a drop of NPs diluted in water to 0.1% of solid content was 

deposited on glass coverslips and stuck on metal stubs, before air drying under low pressure. 

The dried stubs were then sputtered by 10 nm of copper with a metallizer (BAL-TEC MED020, 

Leica Microsystems, France) before SEM observations (MERLIN VP Compact, Zeiss, CTµ, 

Centre Technologique des Microstructures, Lyon 1, France) with an acceleration voltage of 10 

kV. 
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2.1.9.3. Drug loading 

Charge-reversed and antibiotic-loaded NPs (NP-RIF and NP-RIF-PLL) were centrifuged 

20 min at 16,000 xg. The supernatant containing the non-loaded RIF fraction was separated 

from the pellet, which consisted of the NP-loaded RIF. Both samples were vacuum dried for 

2h at 25°C before resuspension with acetonitrile (Carlo Erba, France) in order to fully dissolve 

PLA and RIF. Solutions were quantified by microplate spectrophotometry (Multiskan GO, 

Thermo Scientific, France) measuring RIF absorbance at 480 nm and correlating with a linear 

calibration curve of RIF into acetonitrile (R² = 0.99996), ranging from 8 to 256 µg/mL. The 

loading efficiency and the loading rate were calculated by the following equations. 

 

𝐿𝑜𝑎𝑑𝑖𝑛𝑔 𝑒𝑓𝑓𝑖𝑐𝑖𝑒𝑛𝑐𝑦 = 100 × 𝑀𝑎𝑠𝑠 𝑜𝑓 𝑙𝑜𝑎𝑑𝑒𝑑 𝑅𝐼𝐹 𝑖𝑛𝑡𝑜 𝑁𝑃𝑠𝑇𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑚𝑎𝑠𝑠 𝑜𝑓 𝑅𝐼𝐹  

𝐿𝑜𝑎𝑑𝑖𝑛𝑔 𝑟𝑎𝑡𝑒 = 100 × 𝑀𝑎𝑠𝑠 𝑜𝑓 𝑙𝑜𝑎𝑑𝑒𝑑 𝑅𝐼𝐹 𝑖𝑛𝑡𝑜 𝑁𝑃𝑠𝑀𝑎𝑠𝑠 𝑜𝑓 𝑃𝐿𝐴  

  

Charge-reversed and fluorophore-loaded NPs (NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL) were 

centrifuged 20 min at 16,000 xg. The supernatant containing the non-loaded Dy650 fraction 

and the total NP suspension containing all the Dy650 were directly quantified by microplate 

spectrofluorimetry (Infinite M1000, Tecan, Switzerland). Fluorescence was measured by 

excitation at 655 nm and emission at 675 nm. The loaded Dy650 proportion into NPs was 

calculated by subtracting the non-loaded Dy650 fraction from the total proportion. The 

loading efficiency and the loading rate were then calculated as described above. 

 

2.1.9.4. Cell toxicity evaluation 

Murine macrophages (Raw 264.7, ATCC, USA) and fibroblasts (NIH/3T3, ATCC, USA) 

were cultured into Dulbecco's modified eagle medium supplemented with 10% of fetal bovine 

serum and 1% of penicillin/streptomycin (DMEM, Gibco, Fisher Scientific, France) at 37°C in a 

humidified 5% CO2 atmosphere. Briefly, 5.104 cells per well were seeded in a 96-well 

microplate (Corning, Fisher Scientific, France) and incubated for 24h. Then, four-fold serial 

dilutions of charge-reversed, antibiotic-loaded and plain NPs, ranging from 0.008 to 8 mg/mL 

of NP concentration, were added and incubated for another 24h at 37°C and 5% CO2. Controls 

containing only cells (untreated) or medium without cells (blank) were also included. Cell 

viability was evaluated by addition of PrestoBlue reagent (Invitrogen, Fisher Scientific, France) 

for 2h. Fluorescence was measured by excitation at 535 nm and emission at 615 nm using a 
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microplate reader (Tecan, Switzerland). Cell viability was assessed as a percentage related to 

the untreated control. 

 

2.1.9.5. In silico simulations 

Dissipative Particle Dynamics (DPD) simulations were performed using the Material 

Studio software (Biovia, United States). For the water molecules (W), a coarse graining 

approach was used in which one bead represents 3 molecules of water. The radius of the 

water bead was set to 3.23 Å and its molecular mass to 54 Da. RIF molecules were constructed 

using 3 different types of beads: R1, R2 and R3. PLA molecules were constructed as linear 

repetitions of 70 units of lactic acid monomers (LA)n and PLL molecules were constructed as 

linear repetitions of 10 units of lysine monomers (K)n. The lysine molecule itself was 

constructed using 2 different beads, one for its backbone and one for its side chain. For the 

calculations, all the solubility parameters i were calculated with the Material Studio software 

using either the Synthia module for polymers, or models constructed with the Amorphous Cell 

module, or a combination of both methods. For the models constructed as amorphous cells, 

all the calculations were performed with the Forcite module using the COMPASS II force field 

for atom parameters and partial charges. These solubility parameters were then used to 

calculate the Flory-Huggins interaction parameters  ij for the corresponding binary mixtures, 

which were calculated using the relation  ij = (v/RT)(i - j)2 where R is the gas constant, T the 

absolute temperature and v the mean volume per mole of the two corresponding 

components285. The molar volume for each component was determined using the MOE 

software. The Flory-Huggins interaction parameters were then converted into DPD repulsion 

parameters aij, which were obtained using the relation aij = 25 + 3.50  ij
286. Our calculations 

were performed using 2803 Å cubic periodic boxes of water as starting points for all the 

dynamics. Droplets with a radius of 130 Å containing a mixture of water, PLA and RIF molecules 

were placed at their center. In order to mimic the experimental ratio of PLA and RIF molecules 

during the NP synthesis, we used a mixture ratio of 137 water molecules versus 81 PLA 

molecules and 10 RIF molecules, leading to a loading rate of 2%. For the simulations involving 

PLL chains with a PLL/PLA mass ratio of 1%, the number of RIF molecules was set up at 316 

PLL chains for 8100 PLA molecules. DPD experiments were conducted using a time scale of 3 

ps and various total simulation times, up to 30 ns. 
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2.1.9.6. In vitro drug release 

Charge-reversed and antibiotic-loaded NPs were diluted in 6 mL of phosphate buffer 

saline (PBS, Gibco, Fisher Scientific, France) and stored at 37°C under mild stirring for 48h. At 

predetermined times, 300 µL of NP suspension were removed and replaced with fresh buffer 

to keep the volume constant. The withdrawn samples were centrifuged 20 min at 16,000 xg 

and rifampicin in the pellets and supernatants was quantified, as described above. Fresh RIF-

loaded NPs were stored at 4°C for 60 days to evaluate their drug loading as described above. 

 

2.1.9.7. Bacterial strain and growth conditions 

Staphylococcus aureus SH1000 strain was kindly provided by the team Staphylococcal 

pathogenesis, International Center for Infectiology Research, France. For each experiment, a 

defrost glycerol stock of S. aureus was plated on brain heart infusion (BHI) agar medium 

(Sigma-Aldrich, France) overnight at 37°C. For planktonic bacteria assays, some colonies were 

inoculated into BHI liquid medium (Becton Dickinson, France) for 24h at 37°C. For biofilm 

assays, BHI was supplemented with 1% glucose (Sigma-Aldrich, France). Bacterial growth was 

then measured by cuvette spectrophotometry (BioPhotometer, Eppendorf, France) at 600 

nm. 

 

2.1.9.8. Antibiotic susceptibility test on planktonic bacteria 

The minimum inhibitory concentration (MIC) on planktonic S. aureus was determined 

by using the broth microdilution method adapted from Wiegand et al.287. Briefly, an overnight 

culture of S. aureus was diluted into BHI to an optical density (OD) of 0.008 at 600 nm 

corresponding to 1.106 CFU/mL and 100 µL of this suspension were dispensed into a non-

treated, tissue culture microplate (Corning, Fisher Scientific, France). The same volume of 

four-fold serial dilutions of RIF or equivalent concentrations into NP suspensions without or 

with PLL coating (NP-RIF and NP-RIF-PLL), ranging from 0.5 ng/mL to 512 µg/mL was added. 

PLL, plain NPs and plain NP-PLL were also tested in equivalent concentrations to NP-RIF and 

NP-RIF-PLL. Controls containing only bacteria (untreated) or medium without cells (blank) 

were also tested. The microplate was then incubated at 37°C aerobically for 24h and the 

absorbance at 600 nm was read using a microplate spectrophotometer (Multiskan GO, 

Thermo Scientific, France). The MIC was defined as the lowest drug concentration that 

prevents planktonic bacterial growth. 
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2.1.9.9. In vitro antibiofilm tests on 24h-old biofilms 

Antibiofilm activity of RIF, NP-RIF and NP-RIF-PLL was investigated on S. aureus biofilms 

by crystal violet (CV, Sigma-Aldrich, France) staining. In brief, an overnight culture of S. aureus 

suspension was diluted into BHI supplemented with 1% glucose to an OD600 of 0.004 

corresponding to 5.105 CFU/mL. Bacteria were seeded into a non-treated, tissue culture 96-

well microplate with 100 µL per well and incubated at 37°C aerobically for 24h. After 

incubation, formed biofilms were washed three times with PBS. The same volume of four-fold 

serial dilutions of RIF or equivalent concentrations into NP suspensions, ranging from 0.03 

ng/mL to 32 µg/mL was added. PLL, plain NPs and plain NP-PLL were also tested in equivalent 

concentrations to RIF formulations. Controls containing only biofilms (untreated) or medium 

without cells (blank) were also tested. The microplate was then incubated with treatments at 

37°C aerobically for 24h. Wells were washed three times with PBS in order to remove unbound 

bacteria. Wells were then filled with 120 µL of 0.1% CV and the microplate was incubated for 

10 min at room temperature. The excess dye was removed by three washes with PBS and the 

plate was air-dried. The remaining dye was then solubilized by 100 µL of glacial acetic acid at 

33% before reading OD at 590 nm. Adhered biofilm biomass revealed by CV staining 

corresponded to live and dead bacteria and the matrix, and was assessed as a percentage 

related to the untreated condition. 

Bacterial killing activity of RIF, NP-RIF and NP-RIF-PLL was investigated on S. aureus 

biofilms by MTT (Sigma-Aldrich, France) colorimetric assay. 24h-old biofilms were prepared 

and treated as for CV assay. After 24h of treatment, MTT at 5 mg/mL was added to reach 10% 

of the culture medium volume and the microplate was incubated 15 min at 37°C. The resulting 

formazan crystals were dissolved by 100 µL of a solubilization solution composed of 

isopropanol (Carlo Erba, France) with 0.25% hydrochloric acid (Sigma-Aldrich, France) and 10% 

Triton X-100 (Euromedex, France) before reading OD at 570 nm. Biofilm metabolic activity 

revealed by formazan crystals was correlated to the proportion of live bacteria, and was 

assessed as a percentage related to the untreated condition. 

 

2.1.9.10. NP interaction with planktonic bacteria and 

antiplanktonic activity 

NP interaction with bacteria was evaluated by imaging techniques. Planktonic S. aureus 

was incubated at OD600 of 0.008 with red fluorescent NPs without or with PLL coating (NP-

Dy650 and NP-Dy650-PLL), at initial solid contents of 0.01 and 0.02%, for 45 min at 37°C to 

allow interactions. Bacteria were then centrifuged for 5 min at 1,500 xg and pellets were 
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washed two times with PBS to remove non-interacting NPs. Bacteria were finally stained by 

Syto9 (Invitrogen, Fisher Scientific, France) at 5 µM for 30 min, and 1% agarose (Euromedex, 

France) was added to immobilize bacteria on the microplate for their observation by a 

confocal laser scanning microscopy (CLSM, LSM800, Zeiss) equipped with an AiryScan detector 

to enhance spatial resolution by 1.7 times in the three dimensions. Excitation lasers were 488 

nm for Syto9-labeled bacteria and 640 nm for Dy650-fluorescent NPs. The average red/green 

ratio of fluorescence intensity was calculated by an ImageJ (ImageJ software, National 

Institutes of Health, USA) macro with an automatic detection of areas containing co-localized 

red and green signals, on entire micrographs. Fluorescence intensity from bacteria-

surrounding NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL was related to the one from interacting Syto9-

stained bacteria. 

To evaluate the antiplanktonic efficacy of rifampicin-loaded NPs without or with PLL 

coating (NP-RIF and NP-RIF-PLL) on planktonic bacteria after washing, an adapted MIC assay 

was performed on a 96-well microplate. RIF, NP-RIF or NP-RIF-PLL were diluted at initial RIF 

concentrations of 4 and 8 µg/mL, corresponding to solid contents of 0.01 and 0.02% for NP 

suspensions, and mixed volume by volume with bacteria at OD600 of 0.008 in BHI. Controls 

containing only bacteria (untreated) or medium without cells (blank) were also tested. After 

45 min of incubation at 37°C to enable interactions, bacteria were centrifuged for 5 min at 

1,500 xg and non-interacting RIF or NPs were washed twice with PBS and fresh BHI was added. 

The microplate was finally incubated for 24h at 37°C and planktonic bacterial growth was 

assessed by OD600 reading as a percentage related to the untreated condition. 

 

2.1.9.11. NP diffusion in biofilms 

An S. aureus suspension was cultured overnight and diluted into BHI supplemented 

with 1% glucose (Sigma-Aldrich, France) to an OD600 of 0.004. One hundred microliters were 

added in wells of a 96-well tissue culture non-treated microplate and incubated for 24h at 

37°C under aerobic conditions. Formed biofilms were then washed three times with PBS to 

remove unbound bacteria, and were stained by Syto9 at 5 µM for 30 min. To evaluate NP 

diffusion through biofilms, 50 µL of NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL with solid contents of 0.25% 

were carefully deposited by pipetting at the surface of biofilms just prior to CLSM acquisitions 

(HCS CQ1, Yokogawa). A time-lapse was carried out at 37°C with sequential acquisitions during 

1h30 for deep layers of biofilm between +10 and +28 µm from the bottom of the plate. A 

similar experiment was realized with only one acquisition after 18h incubation and bacteria 

from biofilms were stained by Syto9 5 µM for 30 min before CLSM acquisitions. Excitation 

lasers were 488 nm for Syto9-labeled bacteria and 640 nm for Dy650-fluorescent NPs. 
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Acquisitions were quantified automatically by an ImageJ macro. A thresholding and a 

binarization of the green signal from biofilms on entire micrographs enabled to delimit the 

quantification area of red-NP signal through biofilms. The red fluorescence intensity from NPs 

was then measured. 

 

2.1.9.12. NP accumulation in biofilms and antibiofilm activity 

NP accumulation in biofilms was evaluated by imaging techniques. 24h-old S. aureus 

biofilms were prepared as previously described. Red fluorescent NPs without or with PLL 

coating (NP-Dy650 and NP-Dy650-PLL), at initial solid contents of 0.0006 and 0.005% were 

carefully deposited on biofilms by pipetting and incubated for 45 min at 37°C to allow 

attachment. Biofilms were washed two times with PBS to remove non-interacting NPs. 

Bacteria from biofilms were finally stained by Syto9 at 5 µM for 30 min before CLSM 

acquisitions (HCS CQ1, Yokogawa). Excitation lasers were 488 nm for Syto9-labeled bacteria 

and 640 nm for Dy650-fluorescent NPs. Acquisitions were quantified automatically by an 

ImageJ macro which determines the occupied area and the mean fluorescence intensity from 

both bacteria and NP signals thanks to an automatic thresholding based on Otsu method by 

optical section. Fluorescence was also measured using a microplate reader (Tecan, 

Switzerland) by excitation at 486 nm and emission at 506 nm for Syto9-labeled bacteria and 

by excitation at 660 nm and emission at 674 nm for Dy650-fluorescent NPs. The average 

red/green ratio of fluorescence intensity was then calculated. 

To evaluate the antibiofilm efficacy of rifampicin-loaded NPs without or with PLL 

coating (NP-RIF and NP-RIF-PLL) on biofilms after washing, an adapted CV assay was 

performed on a 96-well microplate. 24h-old S. aureus biofilms were prepared as previously 

described. RIF, NP-RIF or NP-RIF-PLL were diluted at initial RIF concentrations of 0.25 and 2 

µg/mL, corresponding to solid contents of 0.0006 and 0.005% for NP suspensions, and 100 µL 

were poured into wells containing biofilms. Controls containing only biofilms (untreated) or 

medium without cells (blank) were also tested. After 45 min of incubation at 37°C to enable 

attachment, biofilms were washed twice with PBS in order to properly remove non-interacting 

RIF or NPs, and fresh BHI 1% glucose was added. The microplate was finally incubated for 24h 

at 37°C and adhered biofilm biomass was evaluated by CV staining after washing as a 

percentage related to the untreated condition. 
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2.1.9.13. Statistical analysis 

Experiments were performed in triplicates and repeated two or three times. Data are 

shown as means ± SD for one representative experiment. Statistical analysis was performed 

using ANOVA, unpaired and paired t-test on GraphPad Prism 6.0 (GraphPad software, USA). A 

p-value < 0.05 was considered as statistically significant. 

 

2.2. Combinaison de la DNase avec la rifampicine contre 

des biofilms de S. aureus 

Face à la récalcitrance observée chez les bactéries en biofilms contre les antibiotiques, 

de nouvelles stratégies adaptées aux propriétés spécifiques que confèrent un biofilm sont en 

cours de développement. Les agents anti-biofilms ciblent différents mécanismes et molécules 

impliqués tout au long de la vie d’un biofilm. Précisément, l’ADNe est un composant majeur 
des matrices de biofilms de S. aureus et présente des fonctions essentielles à leur 

développement157. Elle est impliquée dans l’adhésion des bactéries à un support, dans 
l’intégrité structurelle d’un biofilm mature et dans les processus de défense face au système 

immunitaire et aux antibiotiques. 

La DNase I est une enzyme capable de dégrader l’ADN extracellulaire des biofilms 
bactériens. Elle s’est révélée efficace tant sur des biofilms de S. aureus en cours de 

formation157, que sur des biofilms préformés dont elle peut réduire la biomasse156. Toutefois 

elle ne présente pas d’activité bactéricide, son utilisation avec un antibiotique est donc 

essentielle. Il a été démontré que la combinaison avec la DNase permet notamment de 

sensibiliser l’activité bactéricide de la rifampicine, réduisant la charge bactérienne d’un biofilm 
de S. aureus par rapport à l’antibiotique seul, sans toutefois éradiquer entièrement le 

biofilm156. Les avantages conférés par l’action sensibilisante et complémentaire de la DNase, 
combinés avec le chargement de la rifampicine dans des nanoparticules chargées 

positivement, pourraient donc faire de cette thérapie combinatoire une stratégie adaptée à 

la lutte contre les biofilms bactériens. 

L’objectif de cette étude a été d’évaluer in vitro l’apport de la DNase en combinaison 
avec de la rifampicine (formulée dans des NP anioniques ou cationiques) pour lutter contre 

des biofilms de S. aureus à toutes les étapes du cycle de vie : 

- Sur les bactéries planctoniques, en déterminant les CMI et CMB, 

- Sur l’adhésion des bactéries à un support, grâce au Biofilm Ring Test®, 

- Sur la biomasse de biofilms en formation et préformés, par quantification au Crystal Violet, 
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- Sur la viabilité bactérienne au sein de biofilms préformés, par évaluation de l’activité 
métabolique des bactéries au MTT et de la biomasse par live/dead au confocal. 

 

2.2.1. Activité antibactérienne sur S. aureus planctonique 

La capacité de la DNase et de la rifampicine sous forme libre ou formulée dans des NP 

chargées négativement (sans PLL) ou positivement (avec la PLL en surface) à inhiber la 

croissance de bactéries S. aureus planctoniques a été évaluée par test de microdilution en 

bouillon dans du BHI, milieu de culture adapté à la croissance planctonique de la souche de S. 

aureus étudiée. Il permet d’en déduire la concentration minimale inhibitrice (CMI) d’une 
molécule, valeur à partir de laquelle aucune croissance bactérienne n’a été observée sur 24h. 

Après étalement sur gélose et incubation 24h supplémentaires des puits résultant du test de 

CMI, la concentration minimale bactéricide (CMB) est estimée, valeur à partir de laquelle les 

bactéries ont été tuées et aucune pousse bactérienne n’a été observée. 

 

 RIF NP-RIF NP-RIF-PLL NP PLL NP-PLL DNase RIF+DNase 

CMI (µg/mL) 0,004 0,004 0,004 > 256 > 256 > 256 > 256 0,004 

CMB (µg/mL) 0,125 0,125 0,125 > 256 > 256 > 256 > 256 0,125 

Tableau 12. Concentrations minimales inhibitrices (CMI) et bactéricides (CMB) de la RIF seule, formulée dans des NP avec 

ou sans PLL en surface, ou combinée avec la DNase 

Evaluation sur S. aureus planctonique après 24h de co-culture dans du BHI avec des concentrations croissantes de RIF ou 

DNase suivie d’étalements sur gélose. Pour la combinaison, les CMI et CMB ont été évaluées avec des concentrations 
croissantes de RIF et de la DNase à 256 µg/mL. Les valeurs sont issues de trois mesures pour une expérience représentative 

parmi trois indépendantes. 

 

La CMI de la RIF a été évaluée à 0,004 µg/mL et sa CMB à 0,125 µg/mL (Tableau 12). Le 

chargement de RIF dans des NP présentant ou non la PLL en surface n’a pas impacté ses 
propriétés anti-planctoniques, les NP, la PLL et la NP-PLL ne présentant pas d’activité 
inhibitrice ou mortelle vis-à-vis de S. aureus sur le range de concentrations testées (< 256 

µg/mL). La DNase ne présente pas non plus d’activité anti-planctonique sur ce même range, 

que ce soit pour l’inhibition de la croissance ou la mortalité de S. aureus. En combinant des 

concentrations croissantes de RIF avec une concentration élevée de DNase (256 µg/mL), les 

valeurs obtenues de CMI et de CMB de la RIF sont similaires à celles de la RIF seule. 
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2.2.2. Inhibition de l’adhésion de S. aureus 

L’activité potentielle de la DNase et de la rifampicine à inhiber l’adhésion de S. aureus, 

première phase de formation d’un biofilm, a été évaluée à l’aide du Biofilm Ring Test®. Pour 

cela, des bactéries planctoniques de S. aureus ont été cultivées sur une microplaque dans un 

milieu de culture composé de BHI et de billes magnétiques, avec des concentrations 

croissantes de RIF, libre ou formulée, et de DNase, seule ou combinée avec la RIF. Après 3 

heures d’incubation à 37°C, la microplaque est déposée pendant 1 minute sur un support 
permettant d’aimanter individuellement les puits de la microplaque. Lorsque S. aureus adhère 

à la plaque, les billes magnétiques en co-culture sont immobilisées et ne peuvent plus se 

déplacer lors de l’aimantation, aucun signal n’est observé au fond du puits. A l’inverse, lorsque 
l’adhésion de S. aureus est inhibée, les billes magnétiques se rapprochent vers le centre du 

puits lors de l’aimantation et forment un spot quantifiable. La concentration minimale 
inhibitrice de biofilm (CMIb) d’une molécule est définie comme étant la valeur à partir de 

laquelle l’adhésion bactérienne est entièrement inhibée par une molécule (Figure 53). 

 

 

Figure 53. Exemple de résultat obtenu avec le Biofilm Ring Test® 

Après 3h de culture dans du BHI avec des concentrations croissantes de RIF et aimantation des billes, un spot quantifiable 

se forme au centre des puits lorsque S. aureus n’adhère pas. La CMIb est définie comme la concentration minimale 

d’antibiotique entrainant l’apparition franche d’un spot. 

 

La CMIb de la RIF a été évaluée à 0,004 µg/mL, valeur identique à sa CMI, suggérant 

que la RIF a empêché l’adhésion de S. aureus par inhibition de sa croissance (Tableau 13). Sa 

formulation dans des NP présentant ou non de la PLL n’a pas impacté sa CMIb, les NP, la PLL 
et les NP-PLL ne présentant pas d’activité anti-adhérente de S. aureus sur le range de 

concentrations testées (< 256 µg/mL). La DNase ne possède pas non plus d’activité anti-
adhérente de S. aureus sur ce même range et sa combinaison avec la RIF n’a pas impacté la 
CMIb de l’antibiotique. 
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 RIF NP-RIF NP-RIF-PLL NP PLL NP-PLL DNase RIF + DNase 

CMIb (µg/mL) 0,004 0,004 0,004 > 256 > 256 > 256 > 256 0,004 

Tableau 13. Concentrations minimales inhibitrices de biofilms (CMIb) de la RIF seule, formulée dans des NP avec ou sans PLL 

en surface, ou combinée avec la DNase 

Evaluation au Biofilm Ring Test® sur S. aureus après 3h de co-culture dans du BHI avec des concentrations croissantes de RIF 

ou DNase. Pour la combinaison, la CMIb a été évaluée avec des concentrations croissantes de RIF et de la DNase à 256 

µg/mL. Les valeurs sont issues de trois mesures pour une expérience représentative parmi trois indépendantes. 

 

2.2.3. Activité anti-biofilm sur des biofilms en formation et 

préformés 

La capacité de la RIF ou de la DNase à dégrader des biofilms de S. aureus en formation 

ou préformés a été étudiée par marquage au Crystal Violet de la biomasse adhérée. 

Brièvement, des concentrations croissantes de RIF, libre ou formulée, et de DNase, seule ou 

combinée à de la RIF, ont été mélangées à des bactéries planctoniques ou à des biofilms 

préformés âgés de 24h, sur une microplaque dans du BHI supplémenté par 1% de glucose, 

milieu de culture adapté à la croissance de la souche de S. aureus étudiée sous forme de 

biofilms. Après 24h d’incubation à 37°C, les biofilms ont été lavés pour retirer la biomasse 

décrochée et la biomasse restante adhérée a été marquée par du Crystal Violet, révélant les 

bactéries vivantes et mortes ainsi que la matrice. 

 

  
Figure 54. Biomasse adhérée relative de biofilms de S. aureus en formation, marquée au Crystal Violet, en présence de RIF, 

formulée dans des NP avec ou sans PLL en surface, ou de DNase seules (A) ou combinées (B) 

Des bactéries planctoniques ont été co-cultivées 24h dans du BHI Glc 1% avec les traitements, puis les biofilms préformés 

ont été lavés pour retirer la biomasse non adhérente. Le Crystal Violet révèle la biomasse totale du biofilm (bactéries 

vivantes et mortes et matrice). Les pourcentages sont rapportés à la condition non traitée. Les valeurs sont les moyennes ± 

l’écart type de trois mesures pour une expérience représentative parmi deux indépendantes. Test ANOVA (conditions 

comparées entre elles), ns : non significatif. 
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La RIF, libre et formulée dans des NP présentant ou non la PLL en surface, a inhibé la 

formation de biofilms de S. aureus à partir de 0,004 µg/mL, sa valeur de CMI (Figure 54A). Les 

NP, la PLL et les NP-PLL ne présentent pas d’activité inhibitrice. A partir de 0,004 µg/mL de 
DNase, seulement 40% de la biomasse du biofilm néoformé a adhéré par rapport au contrôle 

non traité et à 16 µg/mL, la quasi-totalité du biofilm est décrochée. La combinaison entre la 

DNase à concentration efficace et effet antibiofilm partiel (2 µg/mL) et la RIF à concentration 

sous-inhibitrice (0,0005 µg/mL) n’a pas permis de diminuer la proportion de biomasse 
adhérée par rapport à la DNase seule à des concentrations similaires (Figure 54B). 

Sur biofilms préformés 24h, 75% de la biomasse reste adhérée après action de la RIF à 

partir de 0,125 µg/mL, valeur de sa CMB (Figure 55A). La formulation de la RIF dans les NP 

présentant ou non la PLL en surface n’a pas eu d’impact, les NP, la PLL et les NP-PLL ne 

présentant pas de propriétés anti-biofilms. Concernant la DNase, 0,03 µg/mL sont nécessaires 

pour qu’il reste 40% de biomasse adhérée, soit environ 10 fois plus que lorsque le biofilm est 
néoformé. La quasi-totalité du biofilm est décrochée à forte concentration, soit 32 µg/mL 

(Figure 55A). 

 

   
Figure 55. Biomasse adhérée relative de biofilms de S. aureus préformés, marquée au Crystal Violet, en présence de RIF, 

formulée dans des NP avec ou sans PLL en surface, ou de DNase seules (A) ou combinées (B) 

Des biofilms préformés âgés de 24h ont été co-cultivées 24h supplémentaires dans du BHI Glc 1% avec les traitements, puis 

les biofilms ont été lavés pour retirer la biomasse non adhérente. Le Crystal Violet révèle la biomasse totale du biofilm 

(bactéries vivantes et mortes et matrice). Les pourcentages sont rapportés à la condition non traitée. Les valeurs sont les 

moyennes ± l’écart type de trois mesures pour une expérience représentative parmi trois indépendantes. Tests-t appariés 

(conditions comparées à la condition non traitée) et test ANOVA (conditions comparées entre elles), ns : non significatif, ** 

p < 0,01, *** p < 0,001. 

 

 La combinaison de la RIF à une concentration efficace mais ayant un effet anti-biofilm 

partiel (0,125 µg/mL, 75% de biomasse restante) avec de la DNase en concentration sous-
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inhibitrice (0,002 µg/mL, 98%) a permis de réduire très significativement la biomasse du 

biofilm restant adhérée (23%). En combinant la RIF à la même concentration (0,125 µg/mL) et 

la DNase à une plus grande concentration (2 µg/mL, 22% de biomasse adhérée), la quasi-

totalité du biofilm est décrochée (Figure 55B). En revanche, la formulation de la RIF dans les 

NP présentant ou non la PLL en surface n’a pas d’impact sur cet effet. Ainsi, la combinaison de 

la RIF et de la DNase a engendré un effet de potentialisation de la dégradation des biofilms de 

S. aureus préformés par rapport à l’antibiotique ou l’agent anti-biofilm seuls. 

 

2.2.4. Activité antibactérienne sur des biofilms préformés 

La viabilité des bactéries au sein de biofilms de S. aureus préformés, traités ou non par 

les formulations, a été évaluée par deux méthodes : une technique fluorescente grâce à un 

marquage live/dead et une colorimétrique par MTT. Pour cela, la DNase et la rifampicine sous 

forme libre ou formulée dans des NP chargées négativement (sans PLL) ou positivement (avec 

la PLL en surface) ont été ajoutées dans des biofilms préformés âgés de 24h, et cultivés 24h 

supplémentaires à 37°C dans du BHI Glc 1%. La première méthode a consisté à révéler la 

proportion de biomasse bactérienne vivante au sein de biofilms grâce à un marquage 

live/dead par les fluorophores Syto9 et iodure de propidium suivi d’une observation au 
microscope confocal. Une seconde méthode a été utilisée pour révéler l’activité métabolique 
des bactéries par ajout de MTT, un sel de tétrazolium jaune réduit en cristaux violets de 

formazan grâce à l’activité enzymatique d’oxydoréductases bactériennes. 

 

     

Figure 56. Viabilité bactérienne de biofilms de S. aureus préformés, révélée par marquage live/dead observé au microscope 

confocal, en présence de RIF, formulée dans des NP avec ou sans PLL en surface, ou de DNase seules (A) ou combinées (B) 

Des biofilms préformés âgés de 24h ont été co-cultivées 24h supplémentaires dans du BHI Glc 1% avec une combinaison de 

RIF et de DNase. Les pourcentages sont rapportés à la condition non traitée. Les valeurs sont les moyennes ± l’écart type de 
trois mesures pour une expérience représentative parmi au moins deux indépendantes. Test ANOVA, ** p < 0,01. 
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 A partir de 0,03 µg/mL de RIF, soit près de 10 fois sa CMI, la viabilité bactérienne au 

sein du biofilm n’a réduit que de 10% par rapport au contrôle non traité (Figure 56A et Figure 

57) et seulement de 15% pour de fortes concentrations antibiotiques (32 µg/mL). En revanche, 

la DNase tend à stimuler la viabilité des bactéries de biofilms préformés à partir de 0,125 

µg/mL. La combinaison entre la RIF à concentration efficace (0,125 µg/mL) et la DNase (ayant 

précédemment démontré une activité anti-biofilm lorsqu’utilisée en combinaison à 0,002 et 

2 µg/mL) n’a pas permis d’améliorer l’activité bactéricide de l’antibiotique en condition de 
biofilm (Figure 56B). 

 

 

Figure 57. Micrographies de biofilms de S. aureus préformés, observés au microscope confocal (marquage live/dead) en 

présence de RIF ou DNase, seules et combinées 

Des biofilms préformés âgés de 24h ont été co-cultivées 24h supplémentaires dans du BHI Glc 1% avec de la RIF et de la 

DNase à diverses concentrations et les bactéries ont été marquées au Syto9 (en vert) et à l’IP (en rouge). Chaque image 
représente les données obtenues pour un répliquât parmi trois dans trois expériences indépendantes. 
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 L’activité métabolique des bactéries au sein de biofilms préformés a été fortement 

réduite par l’action de la RIF, jusqu’à 40% du contrôle non traité, pour 32 µg/mL d’antibiotique 
(Figure 58A). La formulation de la RIF dans les NP présentant ou non la PLL en surface n’a pas 
eu d’impact, les NP, la PLL et les NP-PLL ne présentant pas de propriétés anti-biofilms. La 

stimulation de la viabilité bactérienne par la DNase est confirmée par l’augmentation de 

l’activité métabolique bactérienne au sein des biofilms. En revanche, cette activité n’a pas 
diminué mais a seulement compensé la stimulation de la DNase suite à la combinaison avec 

la RIF aux concentrations utilisées précédemment (Figure 58B). 

 

  
Figure 58. Activité métabolique bactérienne de biofilms de S. aureus préformés, révélée par MTT, en présence de RIF, 

formulée dans des NP avec ou sans PLL en surface, ou de DNase seules (A) ou combinées (B) 

Des biofilms préformés âgés de 24h ont été co-cultivées 24h supplémentaires dans du BHI Glc 1% avec des concentrations 

croissantes de RIF ou DNase. Les pourcentages sont rapportés à la condition non traitée. Les valeurs sont les moyennes ± 

l’écart type de trois mesures pour une expérience représentative parmi au moins deux indépendantes. Tests-t appariés 

(conditions comparées à la condition non traitée) et test ANOVA (conditions comparées entre elles), ns : non significatif, ** 

p < 0,01, *** p < 0,001. 

 

2.2.5. Discussion 

La rifampicine est un antibiotique capable d’inhiber la croissance des bactéries 
planctoniques de S. aureus (CMI à 0,004 µg/mL) et de les tuer à plus forte concentration (CMB 

à 0,125 µg/mL). A travers son activité inhibitrice de croissance, la RIF a permis d’inhiber 
l’adhésion des bactéries à un support. Sur des biofilms préformés, elle a eu un effet bactéricide 

partiel, confirmant la capacité de l’antibiotique à pénétrer des biofilms 

staphylococciques102,103 et en accord avec les résultats obtenus dans l’étude de Tetz et al.156. 

Elle n’a cependant pas la capacité de dégrader efficacement ces biofilms. 
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 La DNase ne présente pas d’activité anti-planctonique (inhibition de croissance, effet 

bactéricide ou antiadhésif). En revanche, elle est capable de dégrader un biofilm de manière 

très efficace, probablement par sa capacité à dégrader l’ADNe de la matrice, jouant un rôle 

crucial dans l’intégrité structurelle des biofilms de S. aureus39,61. D’après Izano et al., la DNase 

disperserait notamment les biofilms en petits groupes de bactéries288. Par ailleurs, 0,004 

µg/mL d’enzyme sont nécessaires pour qu’il reste 40% de biomasse adhérée lorsque le biofilm 
est en formation contre 0,03 µg/mL quand il est préformé, révélant un décalage d’efficacité. 
En supposant que l’ADNe est libéré progressivement au cours de la formation du biofilm, la 

capacité de la DNase à dégrader un biofilm dépendrait de l’état de maturation de ce dernier. 
De plus, on a observé que la DNase a tendance à stimuler la viabilité bactérienne au sein d’un 
biofilm. Dans une étude menée par Mulcahy et al., il a été démontré que l’ADNe présente une 
activité bactéricide à des concentrations physiologiques sur P. aeruginosa en perturbant et 

lysant les membranes bactériennes74. L’activité de la DNase pourrait donc diminuer cette 
activité antimicrobienne, induisant l’augmentation de la viabilité des bactéries. 

L’antibiotique étant capable d’inhiber la croissance des biofilms et l’activité de la 
DNase étant dépendante de leur état de maturation, la capacité de l’enzyme à dégrader un 

biofilm préformé a été potentialisée par sa combinaison avec la RIF. Cependant, l’activité 
bactéricide de la RIF n’a pas été sensibilisée, contrairement à celle observée dans l’étude de 
Tetz et al.156. Les auteurs disposaient notamment d’une RIF déjà plus efficace seule par rapport 
à nos résultats, suggérant une sensibilité à l’antibiotique dépendante de la souche de S. aureus 

étudiée. Des phénomènes de récalcitrance complexes peuvent également entrer en jeu 

comme l’inactivation de l’antibiotique par les composants et le microenvironnement de la 
matrice156 ainsi que la présence de bactéries dormantes102. L’activité métabolique des 
bactéries au sein des biofilms de S. aureus a notamment chuté de 60% en présence de fortes 

concentrations de RIF alors que seulement 15% des bactéries ont été tuées. 

 Les différents tests in vitro utilisés dans cette étude sont dit statiques ou fermés, en 

microplaque129,289–291. A l’opposé des modèles plus complexes, dynamiques ou ouverts, 
permettant un flux de milieu de culture, nutriments, produits ou déchets dans un réacteur, 

les conditions expérimentales ne prennent pas en compte les contraintes plus représentatives 

de la réalité d’une infection par des biofilms au sein d’un organisme277,292,293. Limitant la durée 

de l’expérience à 24h de traitement et la fréquence d’administration à 1 dose unique, la 
capacité de la RIF à tuer les bactéries est réduite. La sensibilisation de son effet par la 

combinaison avec la DNase capable de dégrader des biofilms et par son chargement dans des 

NP capables d’améliorer la délivrance de l’antibiotique est également difficilement évaluable 
dans ces conditions. Un modèle d’étude in vivo est nécessaire pour déterminer la pertinence 

et l’intérêt de cette combinaison thérapeutique. 
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2.2.6. Matériel et méthodes 

2.2.6.1. Souche bactérienne et conditions de culture 

Une souche de Staphylococcus aureus SH1000 a été fournie par l’équipe Pathogénie 
des staphylocoques, Centre International de Recherche en Infectiologie, Lyon. Pour chaque 

expérience, un stock décongelé de S. aureus dans du glycérol a été étalé sur une gélose de 

Brain Heart Infusion (BHI) agar (Sigma Aldrich) et incubé sur la nuit à 37°C. Pour les essais sur 

bactéries planctoniques, quelques colonies ont été inoculées dans du milieu BHI liquide 

(Becton Dickinson) pendant 24h à 37°C. Pour les essais sur biofilms, le BHI a été supplémenté 

avec 1% de glucose (Sigma Aldrich). La croissance bactérienne a été mesurée par 

spectrophotométrie en cuvette (BioPhotometer, Eppendorf) à 600 nm. 

 

2.2.6.2. Microdilution en bouillon et étalement sur gélose 

La concentration minimale inhibitrice (CMI) d’une molécule sur S. aureus planctonique 

a été déterminée par la méthode de microdilution en bouillon adaptée de Wiegand et al.287. 

Brièvement, une culture de S. aureus a été diluée dans du BHI à une densité optique (DO) de 

0,008 à 600 nm, correspondant à 1.106 UFC/mL et 100 µL de cette suspension a été dispensée 

dans les puits d’une microplaque non traitée (Corning, Fisher Scientific). Le même volume de 

dilutions en série au ¼ de DNase (600 UI/mg, Sigma Aldrich) et de RIF (Euromedex) libre ou 

formulée dans des NP présentant ou non la PLL en surface (NP-RIF et NP-RIF-PLL), de 0,5 ng/mL 

à 512 µg/mL, a été ajouté. Des NP, la PLL (Alamanda Polymers) et des NP-PLL ont été testées 

en concentrations équivalentes aux NP-RIF et NP-RIF-PLL. Pour la combinaison entre 

antibiotique et DNase, des concentrations croissantes de RIF ont été mélangées à de la DNase 

à 256 µg/mL. Des contrôles contenant seulement les bactéries (non traité) ou le milieu sans 

bactérie (blanc) ont également été testés. La microplaque a été incubée en aérobie à 37°C 

pendant 24h et l’absorbance à 600 nm a été lue en utilisant un spectrophotomètre pour 
microplaque (Multiskan GO, Thermo Scientific). La CMI a été définie comme la plus faible 

concentration empêchant la croissance des bactéries planctoniques. 

 Après les tests de microdilution en bouillon, la concentration minimale bactéricide 

(CMB) des molécules a été déterminée en étalant 10 µL des puits dont la croissance 

bactérienne était inhibée, sur des géloses de BHI agar, et en les incubant 24h à 37°C. La CMB 

a été définie comme la plus faible concentration empêchant la croissance bactérienne sur les 

géloses, c’est-à-dire ayant entrainé la mortalité des bactéries. 
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2.2.6.3. Biofilm Ring Test® 

L’adhésion bactérienne, première phase de formation d’un biofilm, a été évaluée par 
le Biofilm Ring Test® de la société Biofilm Control294. Pour cela, une culture de S. aureus a été 

diluée dans du BHI à une DO de 0,008 à 600 nm (soit 1.106 UFC/mL). Une solution contenant 

des billes magnétiques (TONER) a été ajoutée à 2% (v/v) dans l’inoculum bactérien. Un volume 
de 100 µL/puits a été dispensé dans une microplaque non traitée. Le même volume de 

dilutions en série au ¼ de DNase et de RIF libre ou formulée dans des NP présentant ou non la 

PLL en surface (NP-RIF et NP-RIF-PLL), de 0,5 ng/mL à 512 µg/mL, a été ajouté. Des NP, la PLL 

et des NP-PLL ont été testées en concentrations équivalentes aux NP-RIF et NP-RIF-PLL. Pour 

la combinaison entre antibiotique et DNase, des concentrations croissantes de RIF ont été 

mélangées à de la DNase à 256 µg/mL. Des contrôles contenant seulement les bactéries (non 

traité) ou le milieu sans bactérie (blanc) ont également été testés. La microplaque a été 

incubée en aérobie à 37°C pendant 3h et 120 µL de liquide de contraste ont été ajoutés 

délicatement à la surface de chaque puits. Elle a ensuite été déposée sur un bloc aimanté de 

plaque 96 puits pendant 1 min, puis lue par un scanner pour détecter et quantifier les spots 

centraux de billes magnétiques sur chaque puits (Figure 59). Lorsque les bactéries adhèrent 

au support, les billes magnétiques ne peuvent se déplacer lors de l’aimantation et aucun spot 
central ne se forme. A l’inverse, lorsqu’une molécule a pu inhiber l’adhésion bactérienne, les 
billes sont aimantées vers le centre du puits, formant un spot. La concentration minimale 

inhibitrice d’un biofilm (CMIb) d’une molécule est définie comme étant la plus faible 
concentration empêchant l’adhésion totale des bactéries. 

 

 

Figure 59. Principe du Biofilm Ring Test® (d’après Biofilm Control) 
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2.2.6.4. Quantification de la biomasse adhérée de biofilms au 

Crystal Violet 

La biomasse adhérée de biofilms en formation a été évaluée par coloration au Crystal 

Violet. Brièvement, une culture de S. aureus a été diluée dans du BHI supplémenté par 1% de 

glucose à une DO de 0,004 à 600 nm (5.105 UFC/mL). L’inoculum bactérien a été dispensé dans 

une microplaque non traitée avec 100 µL/puits. Un volume de 100 µL de dilutions en série au 

¼ de DNase et de RIF libre ou formulée dans des NP présentant ou non la PLL en surface (NP-

RIF et NP-RIF-PLL), de 0,03 ng/mL à 32 µg/mL, a été ajouté. Des NP, la PLL et des NP-PLL ont 

été testées en concentrations équivalentes aux NP-RIF et NP-RIF-PLL. Des contrôles contenant 

seulement les bactéries (non traité) ou le milieu sans bactérie (blanc) ont également été 

testés. La microplaque a été incubée en aérobie à 37°C pendant 24h. Les puits ont été lavés 

trois fois avec du PBS (Gibco, Fisher Scientific) dans le but de retirer la biomasse non adhérée. 

Les puits ont ensuite été remplis avec 120 µL de Crystal Violet (Sigma Aldrich) à 0,1% et la 

microplaque a été incubée 10 min à température ambiante. L’excès de colorant a été retiré 
en lavant les puits trois fois avec du PBS et la plaque a été séchée à l’air libre. Le colorant 
restant a été solubilisé par 100 µL d’acide acétique glacial (Carlo Erba) à 33% avant lecture de 

la DO à 590 nm par le spectrophotomètre en plaque. La biomasse adhérée des biofilms révélée 

par le Crystal Violet correspond aux bactéries vivantes et mortes ainsi qu’à la matrice, et a été 
évaluée comme le pourcentage relatif à la condition non traitée. 

Pour mesurer la biomasse adhérée de biofilms préformés, l’inoculum bactérien a été 
dispensé dans une microplaque avec 100 µL/puits et incubé pendant 24h à 37°C en aérobie 

afin d’obtenir un biofilm préformé. Les puits ont été lavés trois fois avec du PBS et un volume 

de 100 µL des stocks de molécules a été ajouté par puits. La microplaque a été incubée en 

aérobie à 37°C pendant 24h, les puits ont été lavés et la coloration par le Crystal Violet a été 

réalisée comme précédemment. 

 

2.2.6.5. Evaluation de la viabilité des bactéries en biofilms par 

fluorescence 

La viabilité des bactéries au sein de biofilms préformés a été évaluée par un marquage 

de fluorophores live/dead. Pour cela, l’expérience présentée en § 2.2.6.4 a été répétée. Après 

24h d’incubation des stocks de molécules avec les biofilms préformés, les bactéries ont été 
marquées par du Syto9 (live, Invitrogen, Fisher Scientific) à 5 µM et de l’iodure de propidium 
(dead, Invitrogen, Fisher Scientific) à 30 µM pendant 30 min avant acquisition au microscope 

confocal (HCS CQ1, Yokogawa). La température du microscope a été réglée à 37°C, dans une 
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atmosphère humide pour éviter la dessiccation des échantillons. Les lasers d’excitation étaient 
à 488 nm pour les bactéries marquées par le Syto9 et 561 nm pour les bactéries marquées par 

l’iodure de propidium. Les filtres d’émission étaient à 525/50 nm et 617/73 nm 
respectivement. Les acquisitions ont été réalisées sur plusieurs couches du biofilm (épaisseur 

moyenne de 15 à 20 µm avec un espacement entre chaque plan en Z de 1 µm). Les 

quantifications des biomasses vivantes et mortes ont été réalisées automatiquement par une 

macro ImageJ (National Institutes of Health) développée en interne, en estimant l’aire 
occupée par chacun des signaux dans tous les plans du stack. La représentation en 3D a été 

réalisée à l’aide du plugin 3D viewer sur FIJI.  

 

2.2.6.6. Evaluation de l’activité métabolique des bactéries en 

biofilms au MTT 

L’activité métabolique des bactéries au sein de biofilms préformés a été évaluée par 
un dosage colorimétrique au MTT. Pour cela, une culture de S. aureus a été diluée dans du BHI 

supplémenté par 1% de glucose à une DO de 0,004 à 600 nm (5.105 UFC/mL). L’inoculum 
bactérien a été dispensé dans une microplaque non traitée avec 100 µL/puits et incubé 

pendant 24h à 37°C en aérobie afin d’obtenir un biofilm préformé. Les puits ont été lavés trois 
fois avec du PBS et un volume de 100 µL des stocks de molécules (préparés de manière 

similaire au test par Crystal Violet) a été ajouté par puits. Après 24h d’incubation en aérobie à 
37°C, du MTT (Sigma Aldrich) à 5 mg/mL a été ajouté dans les puits pour atteindre 10% du 

volume de milieu de culture et la microplaque a été incubée 15 min à 37°C. Les cristaux de 

formazan résultants ont été dissous par de l’acide chlorhydrique (Sigma Aldrich) et 10% de 
Triton X-100 (Euromedex) avant lecture de la DO à 570 nm par le spectrophotomètre en 

plaque. L’activité métabolique des bactéries révélée par le formazan est corrélée à la 

proportion de bactéries vivantes295, et a été évaluée comme le pourcentage relatif à la 

condition non traitée. 

 

2.2.6.7. Analyse statistique 

Les expériences ont été réalisées en tripliquat et répétées deux ou trois fois de manière 

indépendante. Les données sont montrées comme les moyennes ± l’écart type de trois 
mesures pour une expérience représentative. L’analyse statistique a été réalisée par des tests 

ANOVA ou des tests-t appariés ou non, sur GraphPad Prism 6.0. Une p-value < 0,05 était 

considérée comme statistiquement significative. 
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3. MISE EN PLACE DE L’EVALUATION IN VIVO DE 

L’EFFICACITE DE LA COMBINAISON THERAPEUTIQUE 

SUR UN MODELE MURIN D’INFECTION D’IMPLANT 

PAR DES BIOFILMS DE S. AUREUS 

 

Les résultats d’évaluation in vitro présentés dans cette thèse sont encourageants par 

plusieurs aspects, mais les modèles utilisés restent limités. En effet, un biofilm in vivo est 

soumis à une dynamique beaucoup plus importante qui ne peut être reproduite en 

microplaque dans un système fermé. La dernière partie de ce travail de thèse consiste à 

évaluer in vivo sur souris l’efficacité de notre formulation thérapeutique combinatoire. 

La possibilité d’augmenter les doses thérapeutiques contrairement aux modèles 
statiques in vitro, à l’aide d’administrations multiples ou sur des périodes prolongées, pourrait 
permettre de démontrer l’apport des NP cationiques développées dans la sensibilisation de 

l’activité bactéricide de la rifampicine. Hasan et al. ont notamment évalué l’effet d’une 
formulation de clindamycine chargée dans des particules cationiques sur la viabilité de 

bactéries dans des biofilms de S. aureus (108 bactéries injectées) sur un modèle de plaie chez 

la souris238. Son administration topique, une fois tous les deux jours, a entrainé l’élimination 
quasi-complète de la charge bactérienne après 8 jours alors que la moitié seulement est 

éliminée lorsque l’antibiotique est chargé dans des particules anioniques. 

Cette étude in vivo pourrait également mettre en avant la potentialisation de l’effet 
bactéricide de la rifampicine par l’activité de dégradation de la matrice par la DNase. Fleming 

et Rumbaugh ont par exemple évalué l’éradication de biofilms de P. aeruginosa (104 bactéries 

injectées) par une combinaison d’antibiotique (meropenem) et d’enzyme de dégradation de 

la matrice (glycoside hydrolase) sur un modèle de plaie chez la souris296. L’élimination 
complète des bactéries était visible après 72h de traitement (1 dose/jour) contre 120h pour 

l’antibiotique seul. Par ailleurs, ils ont observé la dispersion des biofilms dans l’organisme des 
souris lorsque l’enzyme était administrée seule296. Sa combinaison avec l’antibiotique a 
permis de contenir les biofilms au niveau du site d’infection en évitant la colonisation de 
nouveaux sites par des fragments de biofilms dispersés. La capacité des NP cationiques à 

interagir avec les bactéries et la matrice des biofilms pourrait notamment augmenter l’action 
de l’antibiotique encapsulé contre les fragments de biofilms dispersés lors du traitement à la 

DNase. 
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 Un modèle d’infection de cathéter chez la souris a été développé pour l’évaluation 
préclinique de l’efficacité thérapeutique anti-biofilm des formulations développées lors de ce 

travail de thèse. Pour cela, un projet d’expérimentation animale a été soumis et validé par le 

comité d’éthique régional (CECCAPP) ainsi que par le ministère de l’Enseignement Supérieur, 
de la Recherche et de l’Innovation. Certains outils nécessaires au déroulement de ces 
expérimentations ont été mis en place. Néanmoins, ce projet devant être initié en mars 2020, 

il n’a pas pu être mené à son terme suite au confinement lié au Covid-19 et représente la 

principale perspective de ce travail de thèse. 

 

3.1. Modèle d’infection de cathéter 
Un modèle murin d’infection d’implant sous-cutané par des biofilms de S. aureus a été 

développé pour évaluer l’efficacité de notre combinaison thérapeutique. C’est un modèle 
pertinent par rapport à S. aureus, espèce bactérienne majoritairement retrouvée dans les 

infections associées aux dispositifs médicaux84. Il présente les avantages d’être simple à 
mettre en place, rapide et utilisé dans de nombreuses publications pour évaluer l’efficacité 
anti-biofilm de diverses thérapies234,297–301. De plus, l’injection des traitements curatifs en 

sous-cutané directement au niveau du site d’infection permet de limiter leur toxicité générale 
éventuelle, et notamment celle des NP cationiques, pour se concentrer dans un premier 

temps sur la preuve de concept de l’efficacité d’une telle combinaison. 

Des souris C57BL/6 ont été sélectionnées pour leur capacité de survie dans le cas 

d’infections à S. aureus alors que d’autres types murins comme les Balb/c, plus sensibles, 
succombent rapidement après l’inoculation des bactéries302. C’est également un modèle de 
souris couramment retrouvé dans la littérature pour cette application297,298. Elles sont âgées 

de 7 semaines au début de l’étude pour s’assurer que leur système immunitaire est mature. Il 
s’agit de femelles pour éviter les problèmes d’agressivité constatés de manière récurrente 
chez les mâles, pouvant entrainer le retrait de l’agrafe présente au niveau du site chirurgical 
et la perte de l’implant infecté. Elles sont réparties en groupe de 3 à 6 par cage conventionnelle 

et sont hébergées suivant un cycle de lumière 12h/12h avec une température et une 

atmosphère contrôlées. Sur le dos des souris rasé et désinfecté, une incision de 3-4 mm en 

position latérale à la colonne vertébrale en haut du dos est réalisée et un segment de cathéter 

stérile de 1 cm de long et de 2 mm de diamètre est alors inséré partiellement sous la peau, 

similairement aux protocoles utilisés par Stavrakis et al. ou Nowakowska et al. (Figure 

60)297,298. Puis, 20 μL d’inoculum bactérien sont injectés dans la lumière du cathéter, à la dose 
prédéfinie. L’implant est ensuite inséré entièrement sous la peau et l’incision refermée par 

une agrafe. Les souris sont ensuite surveillées jusqu’à leur réveil. Tous les jours, les 
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traitements sont administrés par 2 injections sous-cutanées de 100 µL de part et d’autre du 
cathéter en variant les sites d’injection chaque jour. Tous les 2 jours, les aspects cliniques des 

animaux sont suivis, les souris pesées et le diamètre des œdèmes mesuré. A la même 
fréquence, un groupe d’animaux est mis à mort par dislocation cervicale et le cathéter est 

récupéré. Un dénombrement bactérien est ensuite réalisé. La surface de l’implant est 

également observée au microscope électronique à balayage. 

 

 

 

Figure 60. Photographies représentatives des procédures chirurgicales établies dans le modèle d’infection d’implant sous-

cutané (adapté de Stavrakis et al.297, en haut, et de Nowakowska et al.298, en bas) 

 

3.2. Mise au point préliminaire des outils 

3.2.1. Capacité d’adhésion des bactéries à l’implant 

Des inoculums bactériens ont été dilués à une DO600 nm égale à 1 (1,25.108 UFC/mL) et 

0,1 (1,25.107 UFC/mL) dans du PBS et injectés dans la lumière de cathéters (Nexiva™, Becton 

Dickinson) stériles de 1 cm de long, puis incubés 24h à 37°C. Les cathéters ont été lavés trois 

fois avec du PBS pour retirer les bactéries non adhérentes. Dans 1 mL de PBS frais, ils ont été 

vortexés et soniqués pour détacher les bactéries adhérentes. Des dilutions en cascade au 

10ème dans du PBS ont été réalisées et 10 µL de chaque dilution ont été étalés sur des géloses 

de BHI agar incubées 24h à 37°C. Les unités formant des colonies (UFC) ont été dénombrées 
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visuellement lorsque leur nombre était compris entre 30 et 300. La concentration bactérienne 

d’un implant pour une DO donnée a été définie par l’équation suivante. 

 𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑏𝑎𝑐𝑡é𝑟𝑖𝑒𝑛𝑛𝑒 (𝑈𝐹𝐶/𝑖𝑚𝑝𝑙𝑎𝑛𝑡) = 𝐹𝑑𝑖𝑙𝑢𝑡𝑖𝑜𝑛 × 𝑛𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑐𝑜𝑙𝑜𝑛𝑖𝑒𝑠 𝑐𝑜𝑚𝑝𝑡é𝑒𝑠𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 é𝑡𝑎𝑙é × 𝑉(𝑃𝐵𝑆) 

 

 Pour l’implantation d’un inoculum de DO600 nm égale à 1, la quantité de bactéries 

adhérentes à l’implant après 24h de culture a été estimée à 1,1.105 UFC/implant et pour une 

DO de 0,1, elle a été estimée à 1,5.104 UFC/implant. L’effet dose-réponse est robuste, 

reproductible et répété. Ces essais préliminaires sont la preuve de la capacité d’adhésion des 
bactéries S. aureus au cathéter sélectionné, de manière dose-dépendante et robuste. 

 

3.2.2. Formulations injectables de rifampicine  

Les formulations de NP-RIF, NP-RIF-PLL et NP-RIF-DNase doivent être adaptées pour 

leur administration in vivo afin d’atteindre les concentrations de RIF requises et d’administrer 
les particules dans une solution osmotique. 

Pour atteindre par exemple une dose de RIF égale à 30 mg/kg, 750 µg d’antibiotique 
sont nécessaires pour une souris de 25 g. En injectant 2 fois 100 µL de traitement en sous-

cutané, la concentration de rifampicine doit atteindre 3750 µg/mL. Nous avons démontré 

précédemment (§ 1.1.3) que de telles concentrations peuvent être atteintes pour des NP-RIF 

présentant un taux de chargement théorique de 10% malgré une stabilité limitée à quelques 

jours. Les paramètres d’adsorption de la PLL et de la DNase sont à adapter aux NP-RIF 

fortement chargées. Les formulations de NP-RIF, NP-RIF-PLL et NP-RIF-DNase doivent 

également être diluées dans un volume adapté de PBS ou de mannitol afin d’atteindre une 
concentration osmotique de 300 mOsm/L. 

 

3.3. Procédures expérimentales 

Pour réaliser à bien ce projet d’expérimentation animale, trois procédures successives 
ont été établies (Figure 61). Une nouvelle procédure ne peut être initiée avant que la 

précédente soit validée. 
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Figure 61. Organigramme des procédures expérimentales pour l’évaluation in vivo de l’efficacité et de la toxicité de la 
combinaison thérapeutique développée 

 

Une première procédure a été réalisée pour mettre au point le modèle d’implant 
infecté par des biofilms de S. aureus chez la souris (Figure 62). Précisément, des paramètres 

fixes et optimaux ont été définis en terme de charge bactérienne et de durée d’infection de 
manière à maintenir une charge bactérienne suffisamment élevée ainsi qu’une infection 
stable et reproductible entre animaux pour avoir des groupes autant homogènes que possible. 

 

 
Figure 62. Chronogramme de la première procédure expérimentale 
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 La première expérience de cette procédure a consisté à définir une durée d’infection 
suffisante pour une charge bactérienne, initialement introduite dans les cathéters, fixe et 

identique entre les groupes de souris testés. La souffrance des animaux est également 

considérée et doit être minimalisée. Pour cela, 3 groupes de 3 souris ont été traités et analysés 

pour leur poids, leurs signes cliniques et leur charge bactérienne adhérente à l’implant :  

- Le premier groupe a reçu 104 UFC/implant pour 3 jours d’infection, 
- Le second groupe a reçu 104 UFC/implant pour 5 jours d’infection, 
- Le troisième groupe (contrôle) a reçu 0 UFC/implant (PBS) pour 5 jours d’infection. 

 

 

Figure 63. Poids des souris (en haut) et charge bactérienne dénombrée sur les implants après mise à mort (en bas) de souris 

infectées ou non par 104 UFC/implant durant 3 ou 5 jours 

 

Les souris n’ont montré aucun signe de souffrance et leur poids est resté relativement 

stable au cours de l’infection et jusqu’à leur mise à mort (Figure 63). Aucune bactérie n’a été 
dénombrée parmi les implants appartenant aux souris du groupe contrôle. La courbe de poids 

est similaire pour les trois groupes, y compris le groupe non infecté, ce qui tend à prouver que 

l’absence de prise de poids dans les 2-3 premiers jours de l’expérience est causée par 
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l’opération de chirurgie et non par l’infection. Après 3 jours d’infection avec 104 UFC 

initialement introduites dans les implants, 106.82 UFC ont été retrouvées adhérentes aux 

implants. Après 5 jours, il y en avait 107.81, démontrant le développement de l’infection au 
cours du temps. Avec une charge bactérienne suffisamment élevée et un écart-type 

relativement faible, la durée d’infection égale à 3 jours a été retenue pour les tests suivants. 

 Une seconde expérience a été réalisée en faisant varier la charge bactérienne 

initialement introduite dans les cathéters pour une durée d’infection fixe égale à 3 jours. Pour 

cela, 3 groupes de 3 souris ont été traités et analysés pour leur poids, leurs signes cliniques et 

leur charge bactérienne adhérente à l’implant :  

- Le premier groupe (contrôle) a reçu 0 UFC/implant (PBS), 

- Le second groupe a reçu 104 UFC/implant, 

- Le troisième groupe a reçu 106 UFC/implant. 

 

 

Figure 64. Poids des souris (en haut) et charge bactérienne dénombrée sur les implants après mise à mort (en bas) de souris 

infectées par 0, 104 et 106 UFC/implant durant 3 jours 
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 Comme précédemment, les souris n’ont montré aucun signe de souffrance durant la 
période d’infection et leur poids n’a que peu diminué. Pour les souris du groupe contrôle ayant 

reçu du PBS au lieu de l’inoculum bactérien, aucune bactérie n’a été dénombrée sur les 
cathéters après 3 jours. Cette fois encore, l’absence de prise de poids ou la légère perte de 
poids est donc causée par la chirurgie et non par l’infection en elle-même. Pour les souris 

ayant reçu 104 ou 106 UFC, environ 106.4 UFC ont été dénombrées sur les implants après 3 

jours d’infection. D’une part, le nombre de bactéries initialement introduites ne semble pas 
être un facteur prédominant dans ce modèle d’infection, la charge bactérienne après 3 jours 

d’infection atteignant des valeurs similaires pour 104 et 106 UFC initialement introduites. 

D’autre part, ce modèle d’infection semble reproductible puisque 106.44 et 106.82 UFC ont été 

dénombrées entre les 2 expériences pour la même condition (104 UFC/implant et 3 jours 

d’infection). Enfin, l’écart-type obtenu entre souris est toujours relativement faible. Pour les 

procédures suivantes, le modèle d’infection reposera donc sur une injection de 104 

UFC/implant pour 3 jours d’infection. Pour augmenter la puissance statistique des tests, les 

futures expériences seront réalisées avec 6 souris par groupe. 

La seconde procédure permettra d’identifier la dose de rifampicine et la durée de 
traitement menant à une efficacité partielle dans l’éradication des biofilms (Figure 65). 

Comme les valeurs diffèrent d’un modèle à l’autre dans la littérature234,297–301,303, 3 doses 

d’antibiotique et un contrôle (0, 10, 20 et 30 mg/kg) ainsi que 2 durées de traitement (2 ou 4 

jours) seront testées.  

 

 

Figure 65. Chronogramme de la seconde procédure expérimentale 
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 Dans une troisième procédure, les différentes formulations et combinaisons 

développées dans ce travail de thèse seront évaluées par rapport au traitement de référence 

mis en place dans la procédure précédente (Figure 66). Précisément, les conditions suivantes 

doivent être testées : la rifampicine libre et formulée dans des NP présentant ou non la PLL en 

surface, la DNase à plusieurs concentrations, les différentes combinaisons entre ces 

conditions, ainsi que la formulation de NP-RIF-DNase développée dans la première partie de 

cette thèse. Les contrôles appropriés (souris non infectées, non traitées et traitées avec des 

NP blanches présentant ou non la PLL en surface) seront également testés. La toxicité des 

traitements sera documentée en parallèle de leur efficacité, notamment grâce au suivi 

clinique des animaux ainsi qu’à une évaluation locale de la zone administrée post-mortem.  

 

 

Figure 66. Chronogramme de la troisième procédure expérimentale 

n est fonction de la durée de traitement déterminée dans la seconde procédure 
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Ces travaux de thèse ont été l’objet d’une collaboration étroite entre une startup en 
biotechnologies, Adjuvatis, et un laboratoire de recherche académique, l’équipe « Vecteurs 

colloïdaux et transport tissulaire » de l’UMR CNRS 5305 (LBTI) à l’Institut de Biologie et Chimie 
des Protéines. Face à l’efficacité clinique limitée des antibiothérapies conventionnelles dans 

l’éradication de biofilms bactériens, de nouvelles thérapies doivent être élaborées pour 
contourner les mécanismes multifactoriels de récalcitrance bactérienne. Les nanoparticules 

comme système de délivrance d’antibiotiques ainsi que l’utilisation d’agents anti-biofilms 

peuvent répondre à ces besoins en potentialisant l’action des antibiotiques et en fragilisant 
les biofilms. L’objectif principal de ces travaux a été de développer et d’évaluer une thérapie 

combinatoire à base d’i-Particles® pour la délivrance d'antibiotiques contre des biofilms. 

 

1. DEVELOPPEMENT D’I-PARTICLES® ADAPTEES AU 

CHARGEMENT D’ANTIBIOTIQUES 

Le premier objectif de ce travail de thèse a été de développer une formulation 

antibiotique à base d’i-Particles®. Les formulations devaient valider plusieurs critères pour 

être adaptées à la lutte contre les biofilms bactériens : un diamètre autour de 100-200 nm 

pour faciliter la migration dans le biofilm195,213,220, des formulations homogènes en taille et 

stables, des concentrations élevées d’antibiotique formulé et une libération rapide de 

l’antibiotique pour atteindre rapidement des doses efficaces1. Par ailleurs, l’influence d’autres 
paramètres physico-chimiques sur l’efficacité des traitements anti-biofilms étaient peu décrits 

dans la littérature, comme l’influence de la charge de surface des particules. C’est pourquoi 
nous nous sommes attachés à développer des particules négativement et positivement 

chargées par adsorption d’une molécule cationique à la surface des particules formulées. 

 Alors que la plupart des antibiotiques disponibles sur le marché sont hydrophiles, trois 

antibiotiques ont été sélectionnés pour leur caractère hydrophobe, adapté à l’encapsulation 
dans des i-Particles® selon le procédé de nanoprécipitation : la clarithromycine (macrolide), la 

levofloxacine (fluoroquinolone) et la rifampicine (rifamycine)304. Les conditions de synthèse 

ont été adaptées à ces molécules car la présence de charges positives dans leur structure 

compromet la stabilité colloïdale assurée par des répulsions électrostatiques entre les charges 

négatives du PLA présentes à la surface des particules269. Pour cela, le pH de la phase aqueuse 

lors de la nanoprécipitation a été fixé à des valeurs supérieures aux pKa des amines des 

antibiotiques. Seulement des molécules très fortement cationiques comme la PLL peuvent 

s’adsorber à la surface des NP et inverser suffisamment leur charge de surface vers des valeurs 

supérieures à +30 mV, seuil de stabilité électrostatique entre NP269. 
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 L’efficacité de chargement dans les NP est directement influencée par la solubilité 

aqueuse des molécules. Barichello et al. ont précédemment observé cet effet à l’aide de NP 
de PLGA et des molécules possédant des solubilités diverses dans l’eau263. En variant le pH de 

la phase aqueuse par la concentration de bicarbonate, la solubilité de la rifampicine est 

réduite, permettant d’atteindre une efficacité de chargement supérieure à 90% tout en 
assurant la stabilité électrostatique de la suspension de NP (pH restant supérieur au pKa de 

son amine). En revanche, en variant le pH, la solubilité de la levofloxacine dans la phase 

aqueuse demeure toujours importante, ne permettant pas d’augmenter son efficacité de 
chargement. 

La formulation dans des i-Particles® d’antibiotiques et autres petites molécules ayant 
des groupements cationiques repose donc sur un fin paramétrage du pH permettant : 

- La neutralisation des charges positives de la molécule (pH ⩾ pKa de sa base la plus forte), 

assurant la stabilité électrostatique de la suspension de NP, 

- La diminution de la solubilité de la molécule (fonction du pH), augmentant son chargement 

dans les NP. 

En ayant une connaissance de ces deux paramètres pour une molécule présentant des 

groupements cationiques (le pKa de ses bases et sa solubilité en fonction du pH), il serait 

possible de prédire sa capacité de chargement dans les i-Particles®. 

Afin de mieux caractériser l’encapsulation de ces molécules dans les i-Particles®, la 

simulation in silico par dynamique des particules dissipatives à l’aide du logiciel Material 
Studio est un outil adapté pour prédire le chargement de molécules dans des NP282. La 

simulation du chargement de la rifampicine dans des i-Particles® a permis de préciser la 

conformation de la molécule dans les NP, en tenant compte de ses paramètres d’affinité pour 
les NP et pour la phase aqueuse. La RIF se logerait ainsi principalement à l’interface entre les 
NP et la phase aqueuse, via des interactions hydrophobes avec les NP tout en exposant ses 

groupements ionisés, deux phénols chargés négativement, vers la phase aqueuse. Son 

chargement peut atteindre des taux jusqu’à 2,5% sans entrainer l’agrégation des NP. Cette 
méthode a été utilisée pour simuler les interactions entre des NP et d’autres biomolécules. Le 
Pam3CSK4 est une molécule amphiphile qui suit une répartition similaire à la RIF avec 

l’enchevêtrement de son corps hydrophobe dans les NP et l’exposition de ses groupements 
hydrophiles à la phase aqueuse (Tableau 14). Elle présente également un taux de chargement 

limité sans déstabiliser la suspension colloïdale282. En revanche, la vitamine E est une molécule 

très hydrophobe qui est entièrement piégée dans la matrice polymérique, permettant 

d’obtenir des formulations stables à des taux de chargement bien plus importants, de l’ordre 
de 10% (publication pour laquelle je suis co-auteur et présentée dans les annexes)305,306. 
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Rifampicine Pam3CSK4 Vitamine E 

   

   

Da Costa et al. (en révision) Lamrayah et al.282 Megy et al.306 

Tableau 14. Comparaison des coupes transversales obtenues par dynamique des particules dissipatives pour la simulation 

des interactions entre NP et diverses biomolécules découpées en billes selon leurs paramètres d’interaction 

  

 Des techniques complémentaires pourraient être envisagées pour caractériser les 

interactions entre NP et antibiotiques. La spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier 

permet par exemple de déterminer la présence de molécules encapsulées dans des NP et de 

suggérer si des groupements fonctionnels de la molécule et des NP ont été altérés au cours 

du procédé d’encapsulation307. Egalement, la microscopie à force atomique est une technique 

de microscopie permettant de visualiser la topographie de la surface de NP à l’échelle sub-

nanométrique, qui pourrait éventuellement révéler la présence d’antibiotiques en surface des 
NP et évaluer l’homogénéité de surface recouverte ou non de PLL308. 

Notre procédé de synthèse a permis d’atteindre des efficacités de chargement élevées 
(> 90%) pour des taux corrects (2%) en comparaison des autres études ayant porté sur la 

formulation de NP-RIF309–316. Parmi elles, Maghrebi et al. ont chargé de la RIF dans des NP de 

PLGA par une méthode de nanoprécipitation, atteignant 24% d’efficacité de chargement 
seulement pour 1,2% de taux de chargement309. Ils ont ensuite optimisé ce chargement en 

développant une formulation de RIF dans des microparticules hybrides lipide/PLGA, 

l’utilisation de lipides permettant d’augmenter la solubilité de la RIF dans la phase organique 
hydrophobe. L’efficacité de chargement a atteint 47% pour 3,2% de taux de chargement309. 

Dans une autre étude, Lee et al. ont atteint 60% de chargement de RIF dans des 

microparticules de PLGA synthétisées par une méthode d’émulsion-diffusion, mais pour un 
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taux de 0,5% seulement310. En 2018, Rani et al. sont parvenus à formuler la RIF dans des NP 

de PLGA à hauteur de 76% pour un taux de chargement très important de 26%, à l’aide d’une 
technique de nanoprécipitation315. Pour obtenir des formulations stables avec un taux si élevé, 

un agent stabilisant a été ajouté dans la phase aqueuse lors de la nanoprécipitation, l’HPMA 
pour N-2-hydroxypropylmethacrylamide. Cette molécule, conjuguée à des principes actifs, est 

évaluée en phases cliniques précoces depuis la fin des années 1990 mais n’est pas passée à 
l’utilisation clinique de routine317. De plus, la stratégie d’Adjuvatis est de minimiser le nombre 
de composants pour ses formulations pour limiter la toxicité éventuelle et simplifier les 

procédés de production et caractérisation. Cette stratégie constitue néanmoins une 

perspective intéressante pour augmenter fortement les taux de chargement. D’autres 
formulations comme celles de Maghrebi et al. nécessitent également de lyophiliser les 

suspensions de NP obtenues afin de les conserver309. Cette étape supplémentaire n’est 
également pas requise dans la synthèse développée chez Adjuvatis, pour lesquelles les NP-RIF 

sont stables plusieurs mois en solution à 4°C (pour un taux de chargement inférieur à 2,5%). 

Grâce à son chargement à l’interface NP/phase aqueuse, la RIF suit une cinétique de 
libération depuis les NP en 2 temps avec un burst initial assez important suivi d’une libération 
plus lente et progressive. Ce comportement est adapté à la problématique de biofilms afin 

d’atteindre rapidement de fortes concentrations antibiotiques et d’éviter l’apparition des 
phénomènes de récalcitrance1.  

 

2. UTILISATION D’I-PARTICLES® DANS LE TRAITEMENT 

DES BIOFILMS : UN OUTIL A FORT POTENTIEL 

Le second objectif de ces travaux de thèse a été d’évaluer l’apport de la formulation 
développée pour la rifampicine dans le traitement des biofilms de S. aureus, modèle d’étude 
dans le cadre de ce projet. De nombreux défis doivent être relevés pour développer un 

traitement efficace contre les biofilms à base de particules, tels que : 

- La délivrance contrôlée d’antibiotiques, 
- L’amélioration du design des particules pour augmenter leur pénétration et leur rétention 

dans les biofilms, 

- Le ciblage efficace des cellules bactériennes dans le biofilm318. 

Les activités anti-planctonique et anti-biofilm ont été déterminées in vitro. Dotée 

d’une CMI et d’une CMB très faibles, la RIF possède cependant une activité bactéricide 
limitée lorsque S. aureus est sous forme de biofilm préformé âgé de 24h (souche SH1000) avec 

environ 10% de mortalité à 2 µg/mL, mesurée par marquage live/dead. A titre de 
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comparaison, Tetz et al. ont évalué par dénombrement bactérien, une mortalité d’environ 
25% des bactéries avec 2,5 µg/mL de rifampicine dans un biofilm de S. aureus âgé de 24h 

(souche ATCC29213)156. Malgré la capacité de la RIF à pénétrer dans des biofilms 

staphylococciques, elle n’est pas capable de les éradiquer entièrement102,103,319.  

A travers cette capacité de migration ainsi que sa diffusion totale depuis les i-Particles® 

en 24h, la RIF n’a pas été plus efficace formulée par rapport à l’antibiotique seul dans 
l’éradication des biofilms de S. aureus in vitro. Ce résultat a été observé dans d’autres études 
comme celle de Fazly Bazzaz et al. qui ont développé des nanoparticules de type solide lipide 

chargées en RIF316. Malgré un vecteur possédant des propriétés anti-biofilms intrinsèques, la 

formulation de la RIF ne permettait pas de potentialiser son activité bactéricide contre des 

biofilms de S. epidermidis. C’est également le cas pour d’autres antibiotiques comme on peut 
le constater dans l’étude de Thomas et al. qui ont évalué in vitro des nano et microparticules 

de PLGA dans le traitement de biofilms de S. aureus et de P. aeruginosa à la ciprofloxacine, 

sans démontrer de potentialisation de l’activité antibiotique par l’utilisation de ces particules 
polymériques252.  

Nous avons en revanche caractérisé la migration des i-Particles® dans des biofilms et 

leur capacité à interagir via des liaisons électrostatiques avec la matrice et les bactéries. 

L’adsorption de la PLL en surface des NP entraîne l’inversion de leur charge vers des valeurs 
hautement positives permettant de renforcer les interactions des NP avec les bactéries 

possédant une surface globalement négative, et probablement avec les composants 

anioniques de la matrice des biofilms, comme l’ADNe195. Ces interactions permettent de 

retenir les NP chargées positivement dans les biofilms et de délivrer progressivement 

l’antibiotique à des concentrations efficaces, avantage prépondérant dans l’amélioration des 
traitements anti-biofilms230. C’est à notre connaissance la première fois qu’une corrélation est 
faite entre la capacité des NP à être retenues dans un biofilm et leur efficacité thérapeutique. 

Une expérience similaire a été réalisée avec une autre formulation sur bactéries planctoniques 

seulement. Des NP cationiques de PLGA chargées en clindamycine et coatées par de la 

polyéthylènimine ont exercé une activité bactéricide de 3 log sur S. aureus planctoniques par 

rapport aux particules anioniques ou à l’antibiotique seul après 1h d’incubation suivie de 
lavages238. Elles n’ont cependant pas inhibé totalement la croissance bactérienne (viabilité 
bactérienne à 105 UFC/mL) contrairement à nos NP-RIF cationiques. 

Une combinaison des deux outils développés pourrait être envisagée dans le 

traitement des infections à biofilms. D’une part, les i- Particles® non coatées sont capables de 

pénétrer dans les zones les plus profondes d’un biofilm et de manière homogène, assurant un 

effet direct de l’antibiotique libéré. D’autre part, les i- Particles® coatées par de la PLL sont 

capables d’être retenues plus fortement dans les biofilms par interaction électrostatique, 
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permettant un effet de l’antibiotique libéré à plus long terme. Cependant, la toxicité et la 

rapide clairance des NP cationiques représente une limite au développement d’une telle 
stratégie pour éradiquer les biofilms bactériens dans un organisme220,239,240. De plus, ces 

charges cationiques favorisent les interactions avec les cellules et macromolécules de l’hôte, 
ce qui peut limiter la capacité de telles particules à atteindre le biofilm. Des stratégies 

innovantes ont été développées dans la littérature pour contourner ce problème. Radovic-

Moreno et al. ont développé des NP de PLGA recouvertes de PEG et de PLH, la poly-L-histidine, 

polymère cationique similaire à la PLL a l’exception que son amine protonable se situe dans 
un noyau imidazole, lui conférant un pKa proche de 6-6,5 contre 10,2 pour la PLL (Figure 67)51. 

A pH physiologique, les NP sont chargées négativement et sont donc plutôt furtives. A pH 

acide comme celui des biofilms bactériens (proche de 5), la PLH se protone et les NP 

deviennent chargées positivement, permettant leur interaction et leur rétention dans les 

biofilms. 

 

 
Figure 67. Structure chimique de la poly-L-histidine (PLH) 

 

 Les i-Particles® constituent un outil intéressant pour potentialiser l’action des 
antibiotiques dans le traitement des biofilms bactériens. Elles peuvent être customisées à 

façon avec un autre antibiotique ou molécule, et en fonction de la pathologie ciblée, 

extensible notamment à tout autre type de biofilm bactérien. Par exemple, les procédures 

endodontiques régénératives à base d’hydrogels contenant des cellules souches représentent 
un intérêt pour la reconstruction de la pulpe dentaire dans l’espace endodontique de dents 
humaines dévitalisées. Seulement, la présence de bactéries sous forme de biofilms limite le 

processus de régénération. L’utilisation de clindamycine chargée dans des i-Particles® 

dispersées dans un hydrogel de fibrine a fait l’objet d’une publication320 pour laquelle je suis 

co-auteur et qui se trouve dans les annexes. Antibiotique sélectionné pour ses propriétés 

antibactériennes reconnues cliniquement dans le traitement des infections endodontiques321, 

le pKa de l’amine présente dans sa structure est de 7,8. Son chargement dans des i-Particles® 

a donc été réalisée dans une phase aqueuse de bicarbonate à 5 mM (pH 8,5), similairement 

aux antibiotiques utilisés au cours de ces travaux de thèse, afin d’obtenir des suspensions 

stables. Modérément soluble dans l’eau, son efficacité de chargement a atteint 43% pour un 
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taux de chargement de 1%. Ses propriétés anti-planctoniques et anti-biofilms étaient 

similaires à l’antibiotique seul in vitro. En revanche, l’antibiotique chargé dans les NP diffusait 

de manière plus lente depuis l’hydrogel, permettant une délivrance progressive de 
l’antibiotique dans l’espace endodontique. Aussi, ce matériau ne présentait pas de toxicité 
contre les cellules souches et n’endommageait pas non plus leur fonctionnalité, synthétisant 

normalement du collagène de type I. Cet hydrogel nanocomposite antibactérien pourrait donc 

être un outil intéressant pour la régénération de la pulpe dentaire dans un environnement 

maintenu aseptique sur des périodes de temps prolongées. 

 

3. COMBINAISON ENTRE ANTIBIOTIQUE ET AGENT 

ANTI-BIOFILM : UNE STRATEGIE EFFICACE 

Le troisième objectif de ces travaux de thèse a été d’évaluer l’apport de la combinaison 
d’un agent anti-biofilm et plus particulièrement de la DNase avec la thérapie antibiotique 

développée à base d’i-Particles® pour lutter contre des biofilms de S. aureus. La DNase a été 

sélectionnée parmi la vaste gamme d’agents anti-biofilms car, dans l’idée d’un 
développement clinique de la thérapie combinatoire évaluée dans ce projet, elle présente 

l’avantage d’être déjà présente sur le marché des traitements thérapeutiques, ayant validé les 
aspects réglementaires pour une application donnée. En effet, la Dornase alfa (Pulmozyme®) 

est une DNase recombinante humaine approuvée par la FDA en 1993 pour le traitement de la 

mucoviscidose. Administrée par voie pulmonaire, elle dégrade l’ADN extracellulaire présent 
en forte concentration dans le mucus des patients, permettant de le fluidifier pour faciliter 

son expectoration192. 

La DNase a également été choisie pour ses propriétés anti-biofilms intéressantes et 

reconnues, en considérant les multiples rôles de l’ADNe tout au long du cycle de vie d’un 
biofilm. Bien qu’elle ne présente pas la capacité d’inhiber la croissance ou tuer les bactéries, 
il est reporté dans la littérature que la DNase est capable d’inhiber l’adhésion des bactéries à 

une surface, première phase de formation d’un biofilm impliquant l’ADNe27. Cependant, 

l’utilisation du Biofilm Ring Test® n’a pas permis de révéler cette activité dans notre étude. Il 
est possible que la capacité d’adhésion des bactéries médiée par l’ADNe soit souche-

dépendante. Moormeier et al. ont notamment démontré que la DNase I n’a aucun effet sur 
l’adhésion d’un biofilm de S. aureus (souche UAMS-1) durant les 8 premières heures de 

croissance322. 

Le rôle de l’ADNe dans des biofilms de S. aureus est également important dans les 

étapes plus tardives de leur formation323. En dégradant l’ADN sécrété par les bactéries dans 
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la matrice, nous avons montré que l’enzyme est capable de réduire la biomasse d’un biofilm 
de manière dose-dépendante, et en fonction de l’état de maturation de ce dernier. Sa 

combinaison avec la rifampicine, capable d’inhiber la croissance du biofilm, permet alors de 
potentialiser l’action de la DNase sur un biofilm préformé. De plus faibles doses d’enzyme sont 
nécessaires pour atteindre une efficacité similaire à lorsqu’elle est utilisée seule. Cependant, 
la capacité de la DNase à fragiliser le biofilm n’a pas permis d’augmenter l’activité bactéricide 
de la rifampicine utilisée en combinaison. Cet effet a pourtant été observé dans la littérature, 

comme le démontre l’étude de Tetz et al. avec l’augmentation de la mortalité bactérienne de 
biofilms de souches diverses (S. aureus, E. coli, P. aeruginosa…) lorsque des antibiotiques 
comme la rifampicine, la levofloxacine ou l’azythromycine sont combinés avec de la DNase156. 

En tenant compte des limites précédemment décrites des modèles d’étude statique in vitro, 

l’évaluation in vivo de l’efficacité de cette thérapie combinatoire pourrait mettre en avant un 
effet de sensibilisation de l’activité bactéricide de l’antibiotique. 

 La combinaison thérapeutique entre les NP-RIF, les NP-RIF-PLL et la DNase pourrait 

constituer un traitement performant dans la lutte contre les biofilms bactériens. En axe 

d’amélioration de cette thérapie, la DNase pourrait être fonctionnalisée à la surface des NP-

RIF, permettant de la protéger éventuellement des dégradations par les protéases et 

d’atteindre plus efficacement les bactéries les plus inaccessibles d’un biofilm. Une formulation 

de NP-RIF-DNase a notamment été développée au cours de ces travaux de thèse mais n’a pas 
été évaluée in vitro. Baelo et al. ont développé une formulation de NP de PLGA chargées en 

ciprofloxacine et fonctionnalisées par de la DNase en surface226. De la PLL a été nécessaire 

comme intermédiaire entre les NP et la DNase ainsi que deux agents de couplage, 

l’ethyl(dimethylaminopropyl)-carbodiimide et le N-hydroxysuccinimide, permettant une 

liaison covalente entre la PLL et la DNase. Alors que les formulations à base de DNase ont un 

léger effet toxique sur des macrophages de souris in vitro, la présence de l’enzyme à la surface 
des NP chargées en antibiotique a permis de diminuer significativement la charge bactérienne 

de biofilms de P. aeruginosa, jusqu’à des valeurs quasiment nulles par rapport à la 
combinaison entre l’antibiotique et la DNase non formulés ou entre l’antibiotique formulé 
dans des NP et la DNase formulée sur des NP séparément. Ainsi, la potentialisation de l’activité 
d’un antibiotique par son chargement dans des NP en combinaison avec la DNase sur leur 

surface constitue une stratégie prometteuse pour contourner les phénomènes de 

récalcitrance bactérienne et éradiquer les biofilms. 
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 Le développement de traitements alternatifs aux soins médicaux antibiotiques 

standards est indispensable pour lutter efficacement contre les infections à biofilms 

bactériens. Les systèmes de délivrance de principes actifs à base de particules ont un grand 

potentiel pour le développement de futures thérapies, permettant d’accroître l’efficacité de 

molécules existantes, en augmentant leur biodisponibilité au site d’intérêt. Néanmoins, 
l’efficacité de ces vecteurs dépend de nombreux paramètres dont leurs propriétés physico-

chimiques qui conditionnent leur capacité de migration dans les biofilms, de rétention ou de 

délivrance contrôlée des molécules antibiotiques. Alors que l’influence de la composition ou 
de la taille des vecteurs est assez bien décrite dans la littérature, l’impact de la charge de 
surface des particules est encore peu documenté. 

Pendant cette thèse, nous avons donc développé et caractérisé des particules 

submicroniques comme système de délivrance d’antibiotique pour lutter contre les biofilms 
bactériens. La rifampicine constitue le meilleur candidat parmi les trois antibiotiques étudiés 

grâce à son hydrophobicité adaptée à son chargement élevé dans les nanoparticules.  

L’adsorption de la poly-lysine, un peptide cationique, en surface des particules a permis 

d’inverser leur charge vers des valeurs positives, permettant de disposer de NP-RIF chargées 

négativement ou positivement.  

Sur un modèle in vitro de biofilms de S. aureus, la vectorisation de la rifampicine dans 

des i-Particles® n’a pas permis d’augmenter son activité bactéricide par rapport à 
l’antibiotique seul. En revanche, nous avons démontré dans cette étude que les particules 

sont capables d’interagir de manière électrostatique avec les biofilms et notamment les 
bactéries, permettant leur rétention au sein des biofilms et la délivrance progressive de 

l’antibiotique au plus proche de sa cible. L’inversion de la charge de surface des particules par 
la PLL permet de renforcer ces interactions et donc de diminuer les quantités de formulations 

nécessaires pour maintenir une efficacité anti-biofilm. Cette étude a donc permis de 

démontrer l’intérêt fondamental d’optimiser les paramètres physico-chimiques des 

formulations utilisées pour vectoriser un antibiotique afin de potentialiser son mode d’action. 
Ce concept validé, la stratégie thérapeutique développée au cours de ces travaux de thèse 

pourrait être améliorée à l’avenir dans le cas d’une toxicité avérée in vivo des particules 

chargées positivement, notamment par un système d’inversion de la charge de surface pH-

dépendante, adapté aux biofilms relativement acides. 

  Le recours à des systèmes de délivrance de principes actifs facilite également une autre 

stratégie de lutte contre les biofilms : la combinaison d’antibiotiques et d’agents anti-biofilms, 

qui peuvent alors avoir une action synergique. Nous avons ainsi évalué la combinaison de ces 

particules chargées en antibiotique avec un agent anti-biofilm, la DNase, pour améliorer 

l’éradication des biofilms de S. aureus. Capable de fragiliser la matrice des biofilms et d’induire 
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leur détachement, d’autant plus lorsqu’elle est combinée à la rifampicine, la DNase n’a 
cependant pas permis de sensibiliser l’action de l’antibiotique dans l’éradication des bactéries 
in vitro. Cette stratégie thérapeutique combinatoire à base d’i-Particles® pourrait cependant 

donner des résultats intéressants in vivo chez la souris, en tenant compte des phénomènes 

complexes qui régissent le devenir d’un principe actif administré dans un organisme vivant. 
Enfin, la combinaison avec la DNase en la fonctionnalisant en surface des i-Particles® 

contenant l’antibiotique pourrait également potentialiser son efficacité anti-biofilm. 

 La question du mode d’administration de ces particules peut enfin se poser. Pour une 
application dentaire, des i-Particles® chargées en clindamycine ont été incorporées dans un 

hydrogel injectable pour favoriser la régénération de la pulpe dentaire. Celle-ci est freinée par 

les infections endodontiques récurrentes, et une aseptie sur le long terme, sans induire de 

toxicité envers les cellules souches sensibles est requise. Les particules, adaptées à une 

formulation dans un tel hydrogel, ont permis une libération contrôlée de l’antibiotique hors 
de l’hydrogel. 

 Pour conclure, la thérapie combinatoire à base d’agent anti-biofilm et de particules 

biodégradables pour la délivrance d’antibiotiques présente un fort potentiel pour lutter 

contre les biofilms bactériens. A la suite de ce travail, l’évaluation in vivo de l’efficacité et de 
la toxicité de cette thérapie doit être envisagée. Les formulations développées pourraient être 

optimisées à terme, pour envisager le développement clinique de cette thérapie anti-biofilm. 
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